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Los estudios realizados desde 1968 por James C. Wang fueron inspirados por el 
descubrimiento del superenrollamiento del DNA (Vinograd et al., 1965) y 
permitieron identificar la primera enzima capaz de relajar el DNA: La Proteína w 
de E. coli (Wang, 1971), que posteriormente sería rebautizada con el nombre de 
DNA Topoisomerasa I procariota (Wang y Liu, 1979). Estos descubrimientos 
sentaron las bases de un nuevo campo de estudio: La Topología del DNA. No fue 
necesario mucho tiempo para advertir la fuerte asociación de esta nueva proteína 
con el proceso de transcripción del DNA (Bauer et al., 1977; Higashinakagawa, T., 
Wahn, H. & Reeder, 1977) y su implicación en la regulación de la expresión génica 
bacteriana (Friedman, S.B. Margolin, 1968; Graf y Burns, 1973; Margolin et al., 
1985). Investigaciones posteriores han demostrado el profundo impacto que el 
superenrollamiento del DNA ejerce sobre la transcripción (Chong et al., 2014; 
Kravatskaya et al., 2013; Ma y Wang, 2014a; Ma et al., 2013) y la existencia de 
mecanismos topológicos de regulación transcripcional en células eucariotas 
(Kouzine et al., 2004, 2008). Todas estas evidencias postulan al DNA como un 
elemento activo y dinámico que puede controlar la transcripción gracias a la energía 
contenida en su estructura, así como la necesaria participación de las DNA 
topoisomerasas en la regulación transcripcional.  
 
1.1. Transcripción por la RNA polimerasa II   
 
La transcripción consiste en la síntesis de RNA a partir de DNA. Existen diversos 
tipos de RNAs, pero sólo el RNA mensajero (mRNA) codifica proteínas; los 
principales elementos funcionales de la célula. La síntesis del mRNA es llevada a 
cabo por la RNA Polimerasa II (Pol II) durante un proceso en el que se pueden 
distinguir 3 etapas secuenciales: iniciación, elongación y terminación. 
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1.1.1. RNA Polimerasa II  
 
Pol II es un complejo compuesto por 12 subunidades altamente conservadas 
(RPB1-12) (Woychik y Hampsey, 2002), distribuidas en 4 elementos móviles que 
delimitan un canal central que permite la entrada del DNA molde hasta el sitio 
activo (Gnatt et al., 2001), donde se establece un híbrido de 8 nucleótidos entre éste 
y la molécula de RNA en síntesis (Westover et al., 2004). Asimismo, la subunidad 
RPB1 de Pol II se caracteriza por presentar un dominio carboxilo terminal (CTD) 
que se proyecta hacia el exterior del complejo globular, compuesto por repeticiones 
en tándem de la secuencia consenso Y1S2P3T4S5P6S7 (Corden, 1990), siendo el 
número de estas repeticiones específico en cada especie (Chapman et al., 2008). El 
dominio CTD no es necesario para la función catalítica del complejo, sin embargo, 
las células que carecen de este dominio son inviables (Buratowski y Sharp, 1990; 
Zehring et al., 1988). Durante la iniciación, este dominio se encuentra 
principalmente defosforilado (Payne et al., 1989), lo que permite su interacción con 
diferentes factores implicados en su unión al promotor, como el complejo 
Mediador (Asturias et al., 1999). Ya en el DNA, el CTD de Pol II sufre progresivas 
rondas de fosforilación sobre los distintos residuos de serina de las repeticiones 
(Kim et al., 2009). Así bien, mientras que en los primeros compases de la elongación 
se produce la fosforilación en serina 7 (Ser7-P) y serina 5 (Ser5-P) (Kim et al., 2009; 
Ramanathan et al., 2001), esta última es progresivamente sustituida por la 
fosforilación en serina 2 (Ser2-P) durante elongación productiva (Price, 2000). 
Estos diferentes estados de fosforilación determinan el orden de asociación de los 
distintos factores al complejo de elongación, lo que permite coordinar el avance de 
Pol II con una multitud de procesos que son necesarios para la síntesis eficiente de 
un mRNA funcional, como el procesamiento del pre-mRNA o la reorganización 
de la cromatina (Phatnani y Greenleaf, 2006).  
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1.1.2. Iniciación transcripcional 
 
La transcripción comienza con el reclutamiento de Pol II al promotor, de forma 
dependiente de secuencias específicas que permiten la unión de determinados 
factores implicados en el proceso (Muller et al., 2007). Sin embargo, la estructura 
del nucleosoma, donde el DNA se encuentra fuerte asociado a proteínas de 
histonas, puede representar una barrera estérica para el reconocimiento de estas 
secuencias de DNA (Figura 1A) (Kornberg y Lorch, 1999). En consecuencia, el 
inicio de la transcripción requiere la desestabilización de los nucleosoma de la 
región del promotor, dando lugar a una región libre de nucleosomas (NFR) 
(Workman, 2006). En algunos genes, esta reorganización de la cromatina es el 
principal nivel de regulación (Peterson y Workman, 2000), produciéndose en 
respuesta a la activación génica mediante la colaboración de diferentes elementos 
entre los que se incluyen factores transcripcionales específicos, modificadores de 
histonas como p300/CBP (Shikama et al., 1997) y remodeladores de la cromatina 
como el complejo SWI/SNF (Tsukiyama y Wu, 1995). 
 
Una vez libre de nucleosomas (Figura 1B), el promotor es accesible a la unión de 
los factores generales de transcripción (GTFs) (Reese, 2003), que inducen el 
reclutamiento de Pol II con ayuda del complejo Mediador (Soutourina et al., 2011), 
dando lugar al complejo de pre-iniciación (PIC) (Luse, 2014) (Figura 1C). 
Inicialmente, Pol II se asienta sobre el DNA de doble cadena, ya que por sí sola es 
incapaz de iniciar la apertura de la doble hélice, siendo necesaria la asociación del 
último GTF, TFIIH (Tirode et al., 1999). TFIIH es gran complejo compuesto por 
10 proteínas, incluyendo dos subunidades helicasas (XPB y XPD) y una con 
actividad quinasa (Cdk7) (Fisher, 2005). La apertura de la doble hélice permite que 
Pol II se asocie a la cadena molde del DNA e inicie la síntesis de la molécula de 
RNA (Kim et al., 2000). Dada su importancia, el reclutamiento de los GTFs es 
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también un punto altamente regulable, existiendo genes donde la unión al DNA de 
estos factores resulta el principal punto limitante de la transcripción, pese a 
presentar constitutivamente una estructura del promotor libre de nucleosomas 
(Ahn et al., 2004).  
 
 
Figura  1. Representación esquemática de los procesos generales que se producen durante la 
activación génica en organismos superiores. A. Estructura del promotor cerrado (ocupado por 
nucleosomas) antes de la activación. B. Desestabilización de los nucleosomas de la región promotora. C. 
Ensamblaje del complejo de pre-iniciación (PIC), compuesto por los factores generales de transcripción (GTFs) 
y Pol II. D. Elongación temprana; TFIIH produce la apertura del DNA promotor y fosforila el CTD de Pol II 
en los residuos serina 5 (Ser5-P) para permitir el escape del promotor e inicio de la síntesis del pre-mRNA. E. 
Pausa próxima al promotor de Pol II; la unión de DSIF y NELF estabilizan el estado pausado del complejo de 
elongación. F. Elongación productiva; el reclutamiento de P-TEFb en su forma activa permite la liberación de 
NELF y la reanudación de la síntesis, además el CTD de Pol II es fosforilado en los residuos serina 2 (Ser2-P) 
permitiendo el reclutamiento de factores de elongación auxiliares. 
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1.1.3. Elongación transcripcional  
 
1.1.3.1. Elongación temprana  
 
No todos los factores que conforman el PIC acompañan a Pol II tras iniciación. 
Algunos, como TFIID, TFIIA, TFIIH o el complejo Mediador, se mantienen 
asociados al promotor, facilitando la re-iniciación (Yudkovsky et al., 2000), por lo 
que la fuerte interacción entre estos factores y Pol II puede impedir su salida del 
promotor. En consecuencia, el avance del complejo de elongación requiere la 
desestabilización de estas uniones, que se produce por la fosforilación del CTD de 
Pol II por la actividad de Cdk7 del complejo TFIIH sobre los residuos de serina 5 
de las repeticiones (Ser5-P) (Kim et al., 2009; Ramanathan et al., 2001) (Figura 1D). 
Esta modificación del CTD, además de permitir la progresión de Pol II, favorece 
el reclutamiento de las enzimas implicadas en la adición de la caperuza al extremo 
5’ del pre-mRNA (Ghosh et al., 2011) que tiene lugar sobre moléculas nacientes de 
25-30 nucleótidos (Moteki y Price, 2002). Este proceso fundamental evita la 
degradación de la molécula de RNA y favorece a su vez diversos eventos como su 
procesamiento, exportación y traducción (Ramanathan et al., 2016).   
 
El inicio de la síntesis del RNA es un proceso muy ineficiente en el que Pol II tiende 
a detenerse y que frecuentemente termina de forma prematura (Jonkers et al., 2014; 
Luse, 2013; Steurer et al., 2018). De hecho, la mayoría de los genes de organismos 
superiores presentan una gran acumulación de Pol II en la región próxima al 
promotor. Este fenómeno fue descrito por primera vez a mediados de 1980, 
durante el estudio de los genes de choque térmico en Drosophila melanogaster 
(Gilmour y Lis, 1986; Rougvie y Lis, 1988). En estos trabajos se observó que el 
complejo de elongación se encontraba unido a los promotores de estos genes de 
forma previa a su estimulación y a la síntesis del mRNA maduro. Hasta entonces 
se pensaba que la iniciación de la transcripción era el principal punto de regulación 
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de la expresión génica (Ptashne y Gann, 1997), sin embargo, este hallazgo puso de 
manifiesto que la elongación temprana también podía regularse y ser el paso 
limitante de la transcripción. Más tarde, este mismo comportamiento de Pol II fue 
observado en varios genes de mamífero altamente regulados como Myc y Fos 
(Krumm et al., 1992; Plet et al., 1995), estableciéndose ésta acumulación próxima 
al promotor de Pol II como mecanismo responsable de su alto nivel de regulación. 
Posteriormente, los estudios genómicos de inmunoprecipitación de cromatina 
(Chip-seq) demostraron que, lejos de ser una característica particular de un grupo 
de genes, la pausa próxima al promotor de Pol II ocurría en la mayoría de genes de 
animales, constituyéndose como un mecanismo de regulación global (Guenther 
et al., 2007; Kim et al., 2005).  
 
Durante el inicio de la síntesis de RNA, Pol II es especialmente sensible a 
obstáculos que dificulten su avance, como la presencia de nucleosomas o el estrés 
topológico producido por la apertura del DNA (Baranello et al., 2016; Izban y Luse, 
1992; Jimeno-González et al., 2015; Jonkers et al., 2014). Además, ciertas 
secuencias de DNA favorecen intrínsecamente la pausa de Pol II, por ejemplo al 
aumentar la estabilidad del híbrido entre el DNA y el RNA formado en el interior 
del complejo de elongación (Kireeva et al., 2000) o favorecer la formación de 
estructuras secundarias del RNA naciente (Zhang y Landick, 2016). 
Consecuentemente, existen muchos ejemplos de la baja procesividad de la RNA 
polimerasa durante elongación temprana, tanto en eucariotas como en procariotas. 
Por ejemplo, un caso bien estudiado es el operón de la histidina en Escherichia coli, 
donde una estructura secundaria del RNA naciente regula el avance de la RNA 
polimerasa en la región próxima al promotor (Wang et al., 1997). Sin embargo, es 
en organismos superiores donde esta tendencia intrínseca del proceso ocurre como 
un mecanismo general regulado por diversos factores. 
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En la mayoría de genes de animales, Pol II se pausa entre 20-120 nucleótidos tras 
el sitio de inicio de la transcripción (TSS) (Muse et al., 2007), como consecuencia 
de la unión de dos factores: el Factor Inductor de la Sensibilidad a DRB (DSIF) y 
el Factor Negativo de Elongación (NELF) (Figura 1E). El primero de ellos, DSIF, 
se asocia rápidamente al complejo de elongación mediante el reconocimiento del 
pre-mRNA naciente (Missra y Gilmour, 2010) y favorece el reclutamiento de las 
enzimas implicadas en la adición de la caperuza (Pei y Shuman, 2002). Estudios in 
vitro han demostrado que tanto DSIF, como su homólogo procariota NusG, tienen 
un papel positivo sobre la transcripción (Bernecky et al., 2017; Weixlbaumer et al., 
2013), acompañando a Pol II durante la elongación y permitiendo el reclutamiento 
de diversos factores que aumentan la procesividad del complejo de elongación 
(Burckin et al., 2005; Cui y Denis, 2003; Yamada et al., 2006).  
 
Sin embargo, la interacción entre DSIF y Pol II permite la asociación del segundo 
factor, NELF, que evita tanto la reanudación como la terminación prematura de la 
transcripción (Vos et al., 2018) y estabiliza el estado pausado del complejo de 
elongación (Yamaguchi et al., 1999). De acuerdo con su función, la falta de NELF 
reduce la cantidad de Pol II en la mayoría de promotores sin que esto de lugar un 
incremento de la elongación productiva global (Core et al., 2012; Gilchrist et al., 
2010), ya que NELF no es responsable de la pausa de Pol II, sino de su 
estabilización. Además, la ausencia de NELF reduce la retención de los GTFs e 
incrementa la ocupación de nucleosomas en la región del promotor (Gilchrist et al., 
2010), lo que indica que la pausa próxima al promotor de Pol II es necesaria para 






1.1.3.2. Elongación productiva  
 
La liberación de la pausa próxima al promotor de Pol II depende de la actividad del 
Factor Positivo de Elongación b (P-TEFb). P-TEFb es un dímero constituido por 
la ciclina T1/2 y la quinasa dependiente de ciclina 9 (Cdk9) (Marshall y Price, 1995) 
capaz de fosforilar a un gran número de proteínas, incluyendo factores de 
elongación, remodeladores de cromatina y factores de procesamiento del pre-
mRNA (Sanso et al., 2016). Esto sugiere el alto grado de coordinación que existe 
entre la salida de la pausa de Pol II y el resto de procesos del ciclo transcripcional.  
 
Estrictamente, la liberación de la pausa de Pol II depende de la fosforilación de 
DSIF por P-TEFb (Cheng y Price, 2007). Esta fosforilación convierte a DSIF en 
un factor puramente positivo al producir la disociación de NELF (Fujinaga et al., 
2004; Yamada et al., 2006) y permite que Pol II reanude la síntesis, iniciándose la 
elongación productiva (Figura 1F). Además, P-TEFb también fosforila el CTD de 
Pol II (Kim y Sharp, 2001), específicamente sobre los residuos de serina 2 (Ser2-P) 
(Price, 2000). Esta modificación marca la forma elongante de Pol II y sustituye 
progresivamente a la fosforilación en serina 5 (Cho et al., 2001). De este modo, a 
lo largo del gen se establece un gradiente inverso de ambas modificaciones del CTD 
que permite coordinar el reclutamiento de los factores de elongación y 
procesamiento del pre-mRNA, incluyendo chaperonas de histonas como SPT6 y 
FACT (Kaplan et al., 2005; Pavri et al., 2006), remodeladores de la cromatina como 
CHD1 (Simic et al., 2003) y modificadores de histona como SETD2 (McDaniel y 
Strahl, 2017), dando lugar al paisaje de la cromatina característico de las regiones 
transcripcionalmente activas (Vakoc et al., 2006).  
 
En los genes regulados a nivel de iniciación, la actividad P-TEFb no resulta un 
punto limitante, probablemente porque el reclutamiento de Pol II y de P-TEFb se 
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encuentran coordinados. De este modo, Pol II entra en elongación productiva 
inmediatamente después de abandonar el promotor. Sin embargo, la acumulación 
de Pol II que se observa en la mayoría de promotores indica que la actividad de P-
TEFb suele encontrarse regulada de forma independiente a la iniciación (Core et al., 
2008; Muse et al., 2007). De hecho, aunque P-TEFb en su forma activa es un 
heterodímero, la mayor parte de este factor se encuentra secuestrado en un 
complejo ribonúcleo-proteico compuesto por un RNA no codificante (7SK 
snRNA) y tres proteínas (HEXIM1, MePCE y LARP7) (Yik et al., 2003). Por tanto, 
la salida de la pausa de Pol II requiere tanto la liberación de P-TEFb de este 
complejo inhibitorio como su reclutamiento al promotor de los genes diana. 
Consecuentemente, la activación de P-TEFb suele producirse mediante la 
colaboración de diferentes rutas de señalización (Quaresma et al., 2016), en los que 
participan una gran multitud de factores, como por ejemplo BRD4 (Yang et al., 
2005) y Trim28 (McNamara et al., 2016), determinando específicamente el patrón 
de actividad de P-TEFb, y por tanto, de expresión génica. 
 
El paradigma de la regulación a nivel de pausa de Pol II son los genes de respuesta 
temprana (ERGs), entre los que se incluyen algunos de los modelos donde se 
describió por primera vez este mecanismo, como por ejemplo MYC y FOS. Estos 
genes se inducen de forma rápida en respuesta a múltiples estímulos a través de la 
activación de diferentes rutas de señalización (Aida et al., 2006; Krumm et al., 
1992). En particular, la expresión de los ERGs puede ser inducida por mitógenos 
mediante la ruta RhoA-actina y la ruta de proteínas quinasas activadas por mitógeno 
(MAPKs), esta última además, también responde a factores de estrés celular 
(Bahrami y Drabløs, 2016; Borisova et al., 2018). En condiciones de represión, Pol 
II se encuentra altamente pausada en los promotores de los ERGs, lo que permite 
el mantenimiento de una estructura libre de nucleosoma que favorece la iniciación 
y el acceso de factores reguladores al promotor. De esta forma, en respuesta a la 
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estimulación, la liberación de la pausa de Pol II produce un enorme incremento en 
la tasa transcripcional que conduce a la rápida aparición de los mRNAs específicos 
(Boettiger y Levine, 2009).  
 
Al igual que los ERGs, muchos otros genes críticos implicados en procesos como 
proliferación celular, respuesta inmune y desarrollo temprano también están 
altamente regulados a nivel de la pausa de la Pol II, ya que este mecanismo asegura 
la expresión génica de una forma exacta y sincrónica (Core et al., 2008; Zeitlinger 
et al., 2007). Sin embargo, no todos los genes que muestran cinéticas de inducción 
rápidas presentan Pol II pausada previamente a la estimulación, y no todos los genes 
pausados están altamente regulados o son inducibles (Nissen y Yamamoto, 2000), 
puesto que la pausa próxima al promotor de Pol II ocurre en la mayoría de genes 
activos, independientemente de su nivel de expresión o regulación (Gilchrist et al., 
2012). De hecho, el tratamiento con el inhibidor especifico de P-TEFb, 
flavopiridol, produce la acumulación de Pol II en todos los promotores activos 
(Chao y Price, 2001; Ni et al., 2008). Esto sugiere que el mecanismo de pausa de 
Pol II no produce per sé la regulación de la transcripción, constituyendo únicamente 
un paso adicional controlado por la actividad de P-TEFb en cada promotor. 
 
1.1.4. Terminación transcripcional 
 
Una vez Pol II alcanza el final del gen, se encuentra con el sitio de terminación de 
la transcripción (TTS), donde se produce el procesamiento del pre-mRNA 
mediante el corte de la molécula por la endonucleasa CPSF-73 (Ryan et al., 2004) y 
la posterior poli-adenilación del extremo 3’ del RNA (Minvielle-Sebastia et al., 
1997). El procesamiento del extremo 3’ es un proceso esencial que permite la 
liberación de Pol II del DNA y garantiza la correcta función de la molécula de 
mRNA. La maquinaria de procesamiento del extremo 3’ del pre-mRNA está 
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compuesto por múltiples proteínas que se reclutan a la región terminadora de forma 
específica de secuencia de DNA y mediante interacción con diferentes factores, 
como el CTD Ser2-P de Pol II (Mandel et al., 2008; McCracken et al., 1997).  
 
Se han propuesto dos modelos para explicar cómo ocurre la terminación (Connelly 
y Manley, 1988; Logan et al., 1987). El modelo alostérico o del anti-terminador 
propone que la transcripción a través del sitio de poli-adenilación conduce a un 
cambio conformacional en el complejo de elongación debido a la disociación de 
factores de elongación y/o la unión de factores de terminación (Logan et al., 1987). 
El segundo modelo, el modelo torpedo, propone que el corte en el mRNA genera 
que un extremo 5’ libre en la molécula de RNA asociada a Pol II que es atacado 
por la exonucleasa 5’-3’ XNR2, produciendo su degradación e induciendo la 
liberación de Pol II (Connelly y Manley, 1988; West et al., 2004). Estos dos modelos 
no son excluyentes y es probable que la terminación ocurra por la combinación de 
ambos mecanismos (Luo et al., 2006). 
 
1.2. Propiedades topológicas del DNA 
 
Los cromosomas, en esencia, son enormes filamentos enrollados sobre sí mismos, 
que se encuentran asociado a multitud de proteínas que además pueden 
interaccionar entre sí. Por tanto, el DNA se encuentra sujeto a multitud de fuerzas 
que constriñen su estructura, como el nucleosoma, que impone cierto grado de 
torsión sobre la doble hélice que lo envuelve (Bermúdez et al., 2010). Asimismo, 
lejos de ser una molécula estática, durante su metabolismo se requieren diversas 
alteraciones que modifican su topología, como cambios en los contactos entre el 
promotor y distintos elementos reguladores de un gen o la separación de ambas 




El parámetro que mejor define la topología de una molécula de DNA es el índice 
de ligamiento (Lk), que hace referencia al número de veces que una cadena de la 
doble hélice cruza sobre la otra en un plano. El Lk es una propiedad exclusiva de 
los dominios topológicos cerrados, ya que si alguno de los extremos del DNA se 
encuentra libre, no existe tensión topológica al ser disipada por la rotación o 
movimiento de estos (Bauer et al., 1980). El valor de Lk es invariable mientras el 
sistema permanezca cerrado y deriva de la suma de dos parámetros geométricos: el 
índice de torsión (Tw del inglés twist) y el índice de superenrollamiento (Wr del 
inglés writhe) (Bates y Maxwell, 2005). En ausencia de nudos y enredos, estos dos 
parámetros pueden compensarse entre sí, manteniendo el valor del Lk constante.  
 𝐿𝑘 = 𝑇𝑤 +𝑊𝑟 
 
El Tw indica cuantas veces gira cada hebra del DNA sobre el eje axial de la doble 
hélice. En una molécula de DNA relajada, el Tw viene determinado únicamente 
por el tamaño de la molécula ya que esta estructura presenta un giro de la hélice 
dextrógiro cada 10,5 pb (Figura 2A), que por convenio, tiene asignado signo 
positivo, Tw (+). Por su lado, la torsión en dirección opuesta, levógira, se define 
con signo negativo, Tw (-) (Figura 2B).  
 
El Wr, por su parte, es una propiedad espacial del DNA y se define como el número 
de veces que la doble hélice cruza sobre si misma en un plano bidimensional, 
formando superhélices. También por convenio, el Wr es positivo (+) en 
superhélices levógiras y negativo (-) en superhélices dextrógiras (Figura 2C).  
 
De este modo, un incremento de Tw (+) conduce al “sobreenrollamiento” de la 
molécula de DNA, es decir, una estructura con un periodo menor que en su estado 
relajado, y por tanto, más compacta (Figura 2B). Mientras que el incremento de Tw 
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(-) produce una conformación más laxa y flexible, descrita como “infraenrrollada” 
al presentar un giro de la hélice >10,5 pb (Figura 2B). En ambos casos, el estrés 
torsional puede dar lugar a la formación de superhélices en el DNA (Wr), que por 
coherencia se le asigna signo (+) en moléculas de DNA sobreenrolladas, y signo (-
) en DNA infraenrollado (Figura 2C). Por esta razón, de forma general, el estrés 
torsional del DNA es denominado superenrollamiento del DNA, ya que estos 
estados son dinámicos (Bates y Maxwell, 2005; Bauer et al., 1980), denominándose 
superenrollamiento negativo (-) al encontrado en el DNA infraenrollado y 
superenrollamiento positivo (+) al presente en DNA sobreenrollado. 
 
 
Figura  2. Representación esquemática de distintos estados topológicos del DNA desnudo. A. 
Estructura del DNA relajado; una doble hélice dextrógira con un periodo » 10,5 pb. B. Estructura del DNA 
sujeto a estrés topológico en forma de torsión (Tw); esta puede ser levógira (negativa) dando lugar a un DNA 
infraenrollado (periodo >10,5 pb). El incremento de torsión dextrógira (positiva) produce un DNA 
sobreenrollado (periodo <10,5 pb). C. Estructura del DNA sujeto a estrés topológico en forma de superhélices 
(Wr); estas pueden ser dextrógiras (negativas) en el caso de DNA infraenrollado o levógiras (positivas) en DNA 
sobreenrollado.  
 
A nivel topológico, los cromosomas eucarióticos se consideran un sistema cerrado 
pese a ser moléculas lineales, debido a que su gran longitud y la asociación con 
elementos estructurales, como la lámina nuclear, previene el movimiento de los 
extremos (Crabbe et al., 2012; Espeli y Marians, 2004). Además, gracias al desarrollo 
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de técnicas de Captura de Conformación de Cromosomas (3C) y sus variaciones 
(4C, hi-C) (de Wit y de Laat, 2012) se ha podido observar que los territorios 
clásicamente identificados en los cromosomas: eucromatina y heterocromatina 
(Cremer y Cremer, 2001) presentan una estructura fractal (Bancaud et al., 2012) 
compuesta por dominios topológicamente asociados, que a su vez se subdividen en 
dominios de menor tamaño (Dixon et al., 2012). Por tanto, ya que el Lk de un 
dominio topológico cerrado es constante, cualquier alteración local en la estructura 
del DNA es compensado mediante la formación de superenrollamiento en el DNA, 
en forma de Tw o Wr, alterando la estructura de las zonas adyacentes.   
 
1.3. Efectos del superenrollamiento del DNA en la transcripción 
 
Los cambios topológicos son virtualmente inherentes a todos los procesos del 
metabolismo cromosómico que requieren la apertura de la estructura del DNA, ya 
que como se ha explicado en el apartado anterior, estas alteraciones introducen 
superenrollamiento en la molécula (Liu y Wang, 1987a). El superenrollamiento 
distorsiona la estructura del DNA, pudiendo dar lugar a la aparición de 
conformaciones alternativas como cuádruples de guanina (G-4), Z-DNA o 
favorecer la separación de ambas cadenas (Kanoh et al., 2015). Sin embargo, estas 
transiciones estructurales son incompatibles con la presencia de nucleosomas 
(Wong et al., 2007), y por tanto, sólo ocurren en regiones libres de nucleosomas 
(Bates y Maxwell, 2005), que se encuentran principalmente asociadas a 
transcripción, en particular promotores y elementos reguladores (Segal et al., 2006). 
De este modo, el superenrollamiento del DNA puede alterar la unión de proteínas, 
como factores de transcripción, y la propia Pol II. 
 
En eucariotas, la fuente principal de superenrollamiento del DNA es la propia 
transcripción (Liu y Wang, 1987a; Ma y Wang, 2014b). El gran tamaño del complejo 
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de elongación (con un peso molecular mayor de 2 MDa) (He et al., 2013) 
probablemente previene su rotación. Esto hace que al separar ambas hebras del 
DNA, Pol II introduce superenrollamiento (+) por delante de sí misma y 
superenrollamiento (-) en la parte posterior (Ma y Wang, 2016; Nelson, 1999) 
(Figura 2B, C). Estas alteraciones topológicas tienen un profundo efecto sobre la 
transcripción. Así, mientras que el superenrolla-miento (-) produce un DNA 
accesible a la unión de factores, el superenrolla-miento (+) puede dificultar el 
avance de Pol II, al prevenir la separación de las cadenas del DNA (Travers y 
Muskhelishvili, 2007). En consonancia, estudios in vitro han demostrado que la 
transcripción es más eficiente sobre un DNA superenrollado negativamente (Ma 
et al., 2013), mientras que in vivo, se ha propuesto que el superenrollamiento (+) 
generado por el avance de la RNA polimerasa, tanto en procariotas como 
eucariotas, induce la pausa en la región próxima al promotor, siendo necesaria la 
eliminación de esta tensión topológica para la liberación de la pausa y la elongación 
productiva (Baranello et al., 2016; Chong et al., 2014). 
 
El análisis de la distribución del superenrollamiento del DNA en células eucariotas 
han sido posible gracias al uso de psoraleno, un agente intercalante que se incorpora 
preferencialmente en DNA superenrollado negativamente (Bermúdez et al., 2010). 
Su uso ha demostrado que los promotores presentan niveles de superenrollamiento 
(-) dependientes del nivel de expresión génica (Kouzine et al., 2013) y que los 
dominios topológicos de transcripción activa se encuentran globalmente 
superenrollados (-) (Naughton et al., 2013). Asimismo, en estos estudios se observó 
que los promotores de genes pausados presentan mayores niveles de 
superenrollamiento (-) que los genes no pausados (Kouzine et al., 2013). 
 
La presencia de superenrollamiento (-) en el promotor beneficia el ensamblaje del 
PIC (Tabuchi y Hirose, 1988), además de favorecer su apertura por TFIIH al 
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desestabilizar la estructura de doble hélice del DNA (Revyakin et al., 2006), lo que 
indica que el grado de superenrollamiento del DNA puede jugar un papel regulador 
sobre la transcripción. Un ejemplo especialmente interesante es el observado en la 
regulación transcripcional del gen MYC, donde una secuencia de DNA localizada 
aguas arriba al promotor se desnaturaliza parcialmente de forma dependiente de 
superenrollamiento (Kouzine et al., 2008), lo que permite la unión de factores que 
modulan su expresión. De esta forma, parte de la regulación transcripcional del gen 
MYC depende del nivel de superenrollamiento acumulado en su promotor. 
Además, como ya se mencionó anteriormente, este gen es uno de los paradigmas 
de genes regulados a nivel de pausa próxima al promotor de Pol II, de nuevo 
demostrando la conexión entre este mecanismo y el estado de superenrollamiento 
del DNA. 
 
Por último, hay que tener en cuenta que el estrés topológico puede difundir dentro 
del dominio topológico (Kouzine et al., 2013; Naughton et al., 2013), por lo que, 
además del efecto local, el superenrollamiento del DNA puede afectar a elementos 
reguladores distales, como los enhancers,  así como promotores de otros genes y 
modificar las interacciones entre los diferentes elementos del genoma (Racko et al., 
2019). Todo esto pone de manifiesto el profundo efecto que el superenrollamiento 
del DNA puede ejercer sobre la transcripción, siendo particularmente interesante 
la conexión entre el estado topológico y el mantenimiento de la pausa próxima al 
promotor de Pol II, el principal punto de regulación de la mayoría de genes de 
organismos superiores. 
 
1.4. DNA Topoisomerasas 
 
Las DNA topoisomerasas son las únicas enzimas capaces de resolver los problemas 
topológicos originados como consecuencia de la replicación, recombinación y 
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transcripción del DNA (Wang, 2002), habiéndose identificado 5 genes que 
codifican este tipo de enzimas en humanos (TOP1, TOP2A, TOP2B, TOP3A y 
TOP3B) (Pommier et al., 2016). El ciclo catalítico de todas las DNA 
topoisomerasas requiere la formación de una rotura transitoria en el DNA, ya que, 
como se detalló en el apartado “1.2. Propiedades topológicas del DNA”, el valor 
de Lk de un sistema topológico cerrado es invariable. Estos cortes se producen por 
una reacción de transesterificación y dan como resultado un intermediario de 
reacción, llamado complejo de rotura, donde la enzima se mantiene covalentemente 
unida al DNA a través de un enlace fosfodiéster. Tras liberarse parte del 
superenrollamiento de la molécula, este enlace es revertido, reconstituyéndose la 
integridad de la molécula (Champoux, 2001). Las DNA topoisomerasas se clasifican 
en tipo I, si durante su ciclo catalítico producen el corte de una única cadena, o tipo 
II, si actúan sobre ambas hebras de la doble hélice del DNA. 
 
1.4.1 DNA topoisomerasas tipo I 
 
Las DNA topoisomerasas tipo I son enzimas monoméricas que inducen roturas de 
cadena sencilla (SSBs) transitorias durante su ciclo catalítico (Leppard y Champoux, 
2005). Atendiendo al mecanismo para modificar la topología se clasifican en tipo 
IA y IB.   
 
Las topoisomerasas tipo IA utilizan la rotura para cruzar a través de ella una 
segunda hebra sencilla de DNA (Lima et al., 1994). El complejo de rotura se 
encuentra unido al extremo 5’-DNA (Tse-Dinh, 1998) y este mecanismo permite 
tanto relajar el superenrollamiento del DNA como resolver entrecruzamientos de 
cadena sencilla (hemicatenados) (Champoux, 2001). En humanos, existen dos 
representantes de este subgrupo: la DNA topoisomerasa 3 alfa (TOP3a) y beta 
(TOP3β). La falta de TOP3a produce letalidad embrionaria (Wu et al., 2010) y 
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participa junto con la proteína del síndrome de Bloom (BLM) en la disolución de 
intermediarios de recombinación (Lee et al., 2013). Por otro lado, TOP3β puede 
actuar tanto sobre moléculas de DNA como de RNA, participando en traducción 
(Ahmad et al., 2016) y resolviendo los híbridos de RNA:DNA en promotores 
activos (Yang et al., 2014).  
 
Las topoisomerasas tipo IB tienen un mecanismo de acción distinto (Figura 3A), y 
además,  forman complejos de rotura asociados al extremo 3’-DNA. Estos 
permiten la rotación controlada del extremo del DNA opuesto de la rotura (5’-
DNA) (Leppard y Champoux, 2005), lo que modifica el Lk de la molécula en -1 
por cada rotación (Figura 3A), pudiendo producirse varios ciclos de rotación entre 
el corte y la religación (Koster et al., 2005). En humanos, sólo existe una 
topoisomerasa IB, la DNA topoisomerasa 1 (Leppard y Champoux, 2005), que 
posee una isoforma nuclear (TOP1) y otra mitocondrial (TOP1mt) (Zhang et al., 
2001). TOP1 se encuentra asociada a regiones transcripcionalmente activas y a la 
horquilla de replicación, donde favorece el avance de las maquinarias celulares 
relajando la torsión del DNA. 
 
Como consecuencia de su mecanismo de acción sobre una única cadena, las DNA 
topoisomerasas tipo I sólo modifican el Tw del DNA, siendo incapaces de eliminar 
nudos, enredos y encadenamientos dobles. La resolución de estas constricciones 
topológicas requiere una enzima que actúe sobre superhélices de DNA (Wr).  
 
1.4.2. DNA topoisomerasas tipo II 
 
Las DNA topoisomerasas tipo II actúan sobre dos segmentos distintos de DNA 
de doble cadena, requiriendo Mg2+ y la hidrolisis de ATP (Sugino et al., 1978). 
Como se muestra en la Figura 3B, su ciclo catalítico consiste en: i) el corte de ambas 
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cadenas de uno de los segmentos de DNA, ii) el transporte del segundo segmento 
a través de la rotura de doble cadena y iii) la religación de la rotura (Champoux, 
2001). Este mecanismo modifica el Lk en ± 2 (Brown y Cozzarelli, 1979) lo que 
permite que las topoisomerasas tipo II puedan liberar superenrollamiento en el 
DNA y formar o eliminar encadenamientos en la misma molécula 
(anudar/desanudar) o entre dos moléculas (catenar/decatenar). En este caso, el 
complejo de rotura (TOP2cc) consiste en la unión covalente entre ambos extremos 
5’-fosfato de la rotura y la enzima, que está compuesto por dos subunidades de la 
misma isoforma (Nitiss, 1998).    
 
En eucariotas superiores, con la notable excepción de Drosophila sp (Shelton et al., 
1983), existen dos topoisomerasas tipo II: la DNA topoisomerasa alfa (TOP2A) y 
beta (TOP2B). Estudios in vitro han demostrado que TOP2A relaja de manera más 
eficiente superenrollamiento (+) sobre DNA desnudo, mientras que TOP2B no 
muestra esta preferencia (McClendon et al., 2005). A parte de este detalle, ambas 
isoformas muestran propiedades enzimológicas muy similares pero difieren 
significativamente en su expresión, regulación y función celular. Los niveles de 
TOP2B se mantienen constante durante el ciclo celular, mientras que la expresión 
TOP2A se incrementa en las fases G2/M del ciclo (Woessner et al., 1991), ya que 
su actividad es esencial para eliminar los catenados que se forman entre las 
cromátidas hermanas durante replicación, posiblemente como consecuencia de la 
rotación de la horquilla de replicación (Baxter, 2015). Asimismo, TOP2A puede 
favorecer la progresión de la replicación y la transcripción mediante la relajación del 
DNA. Por otro lado, aunque TOP2B no es esencial, los ratones deficientes (Top2b-
/-) mueren poco después de nacer por fallos respiratorios asociados a defectos en el 
desarrollo neurológico (Yang et al., 2000), habiéndose observado que la falta de 
TOP2B también produce defectos neurológicos en pez cebra (Nevin et al., 2011). 
Esto sugiere un papel fundamental de ésta en diferenciación y homeostasis 
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Figura  3. Representación esquemática del ciclo catalítico de la DNA topoisomerasa 1 (TOP1) y 2 
(TOP2) y drogas que bloquean su ciclo catalítico. A. TOP1 se asocia al DNA e introduce una rotura de 
cadena sencilla en una de las cadenas, estableciéndose el complejo de rotura (TOP1cc). Posteriormente, se 
produce la rotación controlada del otro extremo de la rotura, y finalmente, se produce la religación, 
reconstituyendo la molécula. El inhibidor camptotecina (CPT), bloquea la religación, estabilizando el TOP1cc. 
B. TOP2 se asocia secuencialmente a dos segmentos de DNA de doble cadena, induciendo una rotura de doble 
cadena en uno de ellos, estableciéndose el complejo de rotura (TOP2cc). Posteriormente, se produce el paso 
del secundo segmento a través de la discontinuidad, y finalmente, la religación. Los inhibidores catalíticos 
Merbarona e ICRF-187, bloquean la enzima antes y después del corte y religación, respectivamente, mientras 
que el etopósido estabiliza el TOP2cc. 
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1.4.3. Compuestos inhibidores de las DNA topoisomerasas 
 
Existen diferentes drogas que bloquean el ciclo catalítico de las DNA 
topoisomerasas. Estos compuestos se puede agrupar en dos clases principales 
atendiendo a si producen o no la formación de roturas en el DNA: Venenos de 
topoisomerasas e inhibidores catalíticos, respectivamente (Topcu, 2001).   
 
Los venenos de topoisomerasas, son un conjunto de drogas que bloquean el ciclo 
catalítico de la enzima estabilizando el complejo de rotura. Una vez estabilizado 
este intermediario catalítico puede degradarse vía proteosoma  dando lugar a la 
formación de roturas en el DNA (Ban et al., 2013; Lin et al., 2008; Mao et al., 2001; 
Zhang et al., 2006). En este grupo se encuentra la camptotecina (CPT) (Figura 3A) 
que estabiliza los complejos de roturas de TOP1 (TOP1cc) (Porter y Champoux, 
1989) y el etopósido (Figura 3B), que produce la acumulación de complejos de 
rotura de TOP2 (TOP2cc) (Nitiss, 2009). Como consecuencia de su estructura, la 
degradación de estos intermediarios genera SSBs en el caso del tratamiento con 
CPT, o DSBs en el caso del tratamiento con etopósido. 
 
El segundo grupo son los inhibidores catalíticos de topoisomerasas, que bloquean 
el ciclo catalítico de las DNA topoisomerasas sin estabilizar el complejo de rotura. 
Por tanto, estas drogas no producen de forma directa la formación de roturas en el 
DNA. Los ejemplos más representativos de este grupo son los inhibidores de 
TOP2: merbarona (Chen y Beck, 1993) e ICRF-187 (Sehested et al., 1993), estas 
drogas inhiben a TOP2 antes (merbarona) y después (ICRF-187) del corte y 





1.5. Papel de las DNA topoisomerasas en transcripción  
 
Como se ha descrito previamente, la transcripción es la principal fuente de 
superenrollamiento en las células eucariotas y su acumulación produce efectos 
sobre el proceso, tanto positivos como negativos. Por tanto, el mantenimiento de 
un estado topológico adecuado mediante la actividad de las DNA topoisomerasas 
es esencial para su normal desarrollo. Tradicionalmente, el estudio de las DNA 
topoisomerasas en transcripción se ha centrado en este papel permisivo, 
resolviendo los problemas topológicos producidos por el avance de Pol II durante 
la elongación. No obstante, en los últimos años se ha puesto de manifiesto el 
profundo impacto que puede tener el grado de superenrollamiento en el DNA 
sobre la regulación transcripcional. 
 
TOP1 se encuentra altamente asociada a regiones transcripcionalmente activas, 
donde se recluta por el complejo FACT (Pommier et al., 2016). TOP1 regula el 
ensamblaje del PIC mediante la interacción con los GTFs TFIID y TFIIA 
(Pommier et al., 2016), de forma independiente de su actividad catalítica. De hecho, 
pese a su acumulación en el promotor, TOP1 se encuentra inactiva en esta región, 
ya que su actividad se estimula por la interacción con el CTD Ser2-P de Pol II, la 
forma elongante de Pol II (Baranello et al., 2016). Se ha propuesto que de esta 
forma, se permite la acumulación de superenrollamiento (+) por delante de la 
burbuja transcripcional, lo que favorece el establecimiento de la pausa próxima al 
promotor de Pol II (Baranello et al., 2016).  
 
Por su lado, el papel en transcripción de TOP2 no se encuentra completamente 
establecido. La transcripción de genes largos es particular-mente sensible a la falta 
de actividad TOP2 (King et al., 2013), mientras que en levaduras, la falta combinada 
de Top1 y Top2 produce una inhibición transcripcional global no observada en los 
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mutantes simples (Pedersen et al., 2012). En este trabajo, además se comprobó que 
la falta de actividad topoisomerasa afectaba preferencialmente a genes altamente 
regulados e inducibles (Pedersen et al., 2012). En organismos superiores, la 
actividad TOP2 se encuentra principalmente asociada a promotores altamente 
transcritos (Gothe et al., 2019) y en células embrionarias, se ha observado que 
TOP2A se une a promotores (Thakurela et al., 2013). De forma similar, se ha 
propuesto que TOP2B participa en la represión de los genes activados por el 
receptor de acido retinoico a (McNamara et al., 2008). Por tanto, existen indicios 
que relacionan la actividad TOP2 con la transcripción de genes altamente regulados. 
 
Otros estudios han propuesto un papel fundamental de TOP2B durante la 
activación transcripcional. Este modelo propone que la formación de DSBs en el 
promotor mediante la actividad de TOP2B es necesaria para disparar la 
transcripción de los genes diana. Este mecanismo de activación fue inicialmente 
observado en respuesta a estrógeno, en particular en el gen pS2 (Ju et al., 2006). 
Los autores observaron que durante la estimulación con estrógeno, TOP2B se 
reclutaba al promotor de este gen y aparecían DSBs en el promotor, dando lugar al 
reclutamiento de factores de reparación del DNA como la enzima poli(ADP-
ribosa) polimerasa 1 (PARP1) y el complejo quinasa dependiente de DNA (DNA-
PK), compuesto por KU70/86 y su subunidad catalítica (DNA-PKcs). En este 
trabajo se propuso que la activación de respuesta al daño en el DNA (DDR) 
conducía a un cambio en la cromatina del promotor que permitía el reclutamiento 
de Pol II y la activación génica (Ju et al., 2006).  
 
Posteriormente, un segundo estudio demostró que el tratamiento con el veneno de 
TOP2, etopósido, inducía la expresión de los ERGs en neuronas primarias 
(Madabhushi et al., 2015), coincidiendo con un incremento global de la forma 
fosforilada de la histona H2AX (gH2AX), un marcador bien establecido de DSBs, 
INTRODUCCIÓN 
 24 
dependiente de la quinasa mutada en ataxia telangiectasia (ATM) (Burma et al., 
2001) y DNA-PKcs (Stiff et al., 2004) durante interfase. Asimismo, este trabajo 
mostró que la activación transcripcional de los ERGs en respuesta a estimulación 
fisiológica también aumentaba los niveles de gH2AX en la zona transcrita de estos 
genes (Madabhushi et al., 2015). En base a estas observaciones, se propuso que la 
activación transcripcional de este importante grupo de genes requería la formación 
de DSBs dependientes de TOP2B en el promotor, siendo necesario la participación 
de factores de reparación del DNA como DNA-PKcs, en este caso para el apagado 
de la transcripción al facilitar la reparación (Madabhushi et al., 2015). Por último, 
un tercer estudio también describió la aparición de gH2AX en respuesta a la 
activación transcripcional tras estimulación por suero y choque térmico (Bunch 
et al., 2015). Este trabajo nuevamente propuso que las DSBs dependientes de 
TOP2 y la activación de la DDR eran necesarios para la liberación de la pausa de 
Pol II y elongación productiva. 
 
Sin embargo, está bien establecido que el daño en el DNA tiene un efecto deletéreo 
sobre la progresión de Pol II, que dependiendo de su naturaleza produce una efecto 
sobre la transcripción. Así por ejemplo, la presencia de lesiones en el DNA 
voluminosas que distorsionan la estructura de la doble hélice, producen el bloqueo 
del avance del complejo de elongación, lo que permite el reconocimiento y 
reclutamiento de los factores de reparación apropiados, en un mecanismo 
ampliamente estudiado denominado reparación del DNA acoplada a transcripción 
(TCR) (Hanawalt y Spivak, 2008).   
 
En el caso de las DSBs, se ha demostrado que la introducción de una rotura distal 
al promotor produce la represión transcripcional dependiente de la actividad de 
ATM (Shanbhag et al., 2010). Por otro lado, existen también múltiples evidencias 
que indican que la presencia de una rotura de doble cadena próxima a la región 
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transcripta produce específicamente la represión del gen comprometido, de forma 
dependiente de DNA-PKcs (Iacovoni et al., 2010; Pankotai et al., 2012). 
Finalmente, la exposición a radiación ionizante, que produce tanto DSBs como 
SSBs, produce la represión de la transcripción (Beli et al., 2012; Miller et al., 2010) 
mediante la actividad de PARP1 (Chou et al., 2010) y se ha descrito que el factor 
inductor de la pausa, NELF, se recluta a DSBs próximas a promotores activos 
(Awwad et al., 2017). Por tanto, resulta paradójico que TOP2 produzca la 
activación de la expresión génica mediante la formación de DSBs en los 
promotores, cuando existe un cuerpo sólido de evidencias que sugiere el papel 
represor de las DSBs sobre la transcripción. Pese a esta discrepancia, la conexión 
entre TOP2 y la pausa de Pol II resulta muy evidente, habiéndose descrito muy 
recientemente la alta correlación que existe entre la actividad de TOP2B y la 
acumulación de Pol II pausada en el promotor (Dellino et al., 2019), lo que sugiere 
la importancia del mantenimiento del estado topológico del promotor por TOP2 
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2. OBJETIVOS  
 
El objetivo general de esta tesis es el análisis de la función de la 
topoisomerasa tipo II en la regulación transcripcional en células humanas. 




1. Análisis del efecto transcripcional producido por la inhibición 
catalítica de la topoisomerasa II. 
 
2. Determinación de los sitios de unión de TOP2A en el genoma y 
análisis de su posible asociación con la regulación de la 
transcripción a nivel de pausa próxima al promotor de la RNA 
polimerasa II.  
 
3. Análisis del papel del superenrollamiento de DNA en la regulación 



















































3.1. Respuesta transcripcional inducida por la 
inhibición catalítica de la DNA topoisomerasa II 
 
Con el fin de esclarecer el papel de TOP2 en la regulación de la 
transcripción se decidió analizar los cambios en la expresión génica 
producidos por su inhibición química. Para ello, se optó por el 
inhibidor catalítico merbarona, que bloquea la actividad de TOP2 sin 
estabilizar el complejo de rotura de la enzima (TOP2cc) (Chen y Beck, 
1993), y que, por tanto, no genera DSBs dependientes de TOP2 de 
forma directa. Además, con el fin de evitar los defectos en replicación 
y segregación de los cromosomas producidos por la falta de actividad 
topoisomerasa durante la división celular, los experimentos se 
realizaron en células humanas RPE-1 arrestadas en G0/G1 por 
privación de suero.   
 
Los cambios transcripcionales se evaluaron mediante secuenciación de 
mRNA (mRNA-seq) comparando tratamientos con merbarona a 
distintos tiempos (30 min y 2 h) con la condición control. El 
tratamiento de 30 minutos con merbarona se tradujo en desrepresión 
de sólo 5 genes (FOS, FOSB, ZFP36, DUSP1 y ATF3), todos ellos 
pertenecientes al grupo de los ERGs (Figura 4A), que han sido descrito 
como genes regulados por TOP2B (Bunch et al., 2015; Madabhushi 
et al., 2015). Tras 2 horas de tratamiento, se detectaron 261 genes 
diferencialmente expresados, viéndose inducidos 231 de ellos y 





Figura  4. Análisis de los cambios transcripcionales en respuesta a la 
inhibición de TOP2A con merbarona. Representación de volcán (volcano plot) 
de cambios transcripcionales tras 30 minutos (A) o 2 horas (B ) de tratamiento con 
merbarona (200µM) en comparación con DMSO (control) medidos mediante 
secuenciación de RNA (RNA-seq) en células RPE-1 arrestadas por privación con 
suero durante 48 horas. El eje x representa el logaritmo en base 2 del “fold change” 
(FC) y el eje y representa el valor negativo del logaritmo en base 2 del p-valor ajustado 
(pval). En rojo se muestran los genes con un FC absoluto >= 2 y un pval <= 0.05.  
 
Entre los genes inducidos a 2 horas (Up), nuevamente se observaron 
un gran número de ERGs (Figura 5A). El análisis de la ontología génica 
puso de manifiesto que muchos de estos genes participan en la 
regulación de la respuesta a diferentes estímulos (Figura 5B). 
Asimismo, el tamaño medio de estos genes fue menor a la media 
(Figura 5C). En conjunto, estos resultados muestran que la inhibición 
de TOP2 produce principalmente una rápida activación transcripcional 
de genes cortos y altamente regulados, lo que sugiere un papel negativo 
de TOP2 sobre la transcripción de estos genes.  
   RESULTADOS 
 35 
 
Figura  5. Análisis de los genes inducidos tras 2 horas de inhibición de 
TOP2A con merbarona. A. Lista de los genes más inducidos (ordenadas por pval) 
tras 2 horas de tratamiento con merbarona (200µM) en comparación con DMSO 
(control) medidos mediante secuenciación de RNA (RNA-seq) en células RPE-1 
arrestadas por privación con suero durante 48 horas. B.  Lista de las 10 primeras 
categorías (ordenadas por pval) de Ontología génica enriquecidas en los genes 
inducidos a 2 horas con merbarona. C. Análisis de la longitud de los genes 
inducidos a 2 horas con merbarona. 
 
Para corroborar los resultados obtenidos por RNA-seq se analizaron 
los niveles de mRNA mediante transcripción reversa seguida de PCR 
cuantitativa (RT-qPCR) de FOS y EGR1, dos ERGs cuya expresión se 
incrementó en gran medida en los experimentos de RNA-seq. De 
forma esperada, el tratamiento con merbarona produjo la rápida 
inducción de ambos genes en comparación con el tratamiento control 
(Figura 6A, B). Las cinéticas de inducción observadas se asemejaban a 
las descritas en respuesta a la estimulación con mitógenos (Greenberg 
y Ziff, 1984), alcanzándose los niveles máximos de mRNA durante la 
primera hora de tratamiento y retornando a los niveles de partida tras 
2 horas. Estos experimentos indican que la inhibición catalítica de 
TOP2 con merbarona produce la inducción de ERGs, dando lugar a 
cinéticas de activación similares a las observadas en respuesta a la 
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estimulación fisiológica del gen modelo FOS.  
 
 
Figura  6. . Análisis de la cinética de inducción transcripcional de dos ERGs 
en respuesta a la inhibición de TOP2A con merbarona. Niveles de mRNA de 
FOS (A) y EGR1 (B) tras diferentes tiempos de tratamiento con merbarona (200µM) 
o con DMSO (Control) analizados mediante RT-qPCR. Los valores se normalizaron 
utilizando el mRNA de GAPDH y la señal en la condición sin tratamiento (t=0) se 
estableció en 1 Se representa la media y error estándar de la media (SEM) de tres 
experimentos independientes y se muestran las diferencias estadísticas mediante two-
way ANOVA y test de Bonferroni (*P≤0.05; **P≤0.01; ***P≤0.001). 
 
Para descartar que esta activación transcripcional fuese específica de 
nuestra línea celular, comprobamos el efecto del tratamiento con 
merbarona en otros sistemas biológicos, como la línea humana de 
adenocarcinoma de pulmón A549 y MEFs (fibroblastos embrionarios 
de ratón) primarios. En ambos tipos celulares, la incubación con 
merbarona condujo al incremento del mRNA del gen FOS y Fos, 
respectivamente (Figura 7A, B), mostrando cinéticas muy similares a 
las observadas en la línea RPE-1 (Figura 6A) y poniendo de manifiesto 
que la inducción de los ERGs en respuesta a la inhibición de TOP2 es 
un fenómeno reproducible en diferentes líneas celulares y organismos.  
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Figura  7. Análisis de la cinética de inducción transcripcional en respuesta a 
la inhibición de TOP2A con merbarona en A549 y MEFs. Niveles de mRNA de 
FOS (A) y Fos (B) tras diferentes tiempos de tratamiento con merbarona (200µM) o 
con DMSO (Control) analizados mediante RT-qPCR. Los valores se normalizaron 
utilizando el mRNA de GAPDH y la señal en la condición sin tratamiento (t=0) se 
estableció en 1. Se representa media+SEM de tres experimentos independientes y se 
muestran las diferencias estadísticas mediante two-way ANOVA y test de Bonferroni 
(*P≤0.05; **P≤0.01; ***P≤0.001). 
 
Posteriormente, decidimos comprobar el efecto de la inhibición de 
TOP2 durante la estimulación fisiológica del gen FOS con suero. 
Como era de esperar, las células incubadas previamente con el vehículo 
(Control) mostraron un rápido incremento de los niveles de mRNA 
tras la adición de suero, alcanzando el nivel máximo tras una hora de 
tratamiento y retornando a los niveles de partida a las dos horas (Figura 
8). Las células previamente tratadas con merbarona mostraron una 
cinética muy similar, sin embargo, alcanzaron unos niveles de 
inducción superiores a las células control (Figura 8). Este resultado 
puede indicar que la actividad TOP2 no es necesaria durante la 
inducción de los ERGs en respuesta a mitógenos. Asimismo, el efecto 
observado sugiere nuevamente el papel negativo de TOP2 en la 





Figura  8. Análisis del efecto de la merbarona sobre la estimulación 
transcripcional fisiológica de FOS  con suero. Niveles de mRNA de FOS tras 
diferentes tiempos de re-estimulación con suero (20%) en células previamente 
tratadas durante 5 minutos con merbarona (200µM) o con DMSO (Control) 
analizados mediante RT-qPCR. Los valores se normalizaron utilizando el mRNA de 
GAPDH y la señal en la condición sin tratamiento (t=0) se estableció en 1. Se 
representa media+SEM de tres experimentos independientes y se muestran las 
diferencias estadísticas mediante two-way ANOVA y test de Bonferroni (*P≤0.05; 
**P≤0.01; ***P≤0.001). 
 
3.2. Caracterización del efecto producido por el 
tratamiento con merbarona  
 
3.2.1. Análisis de la activación de la respuesta a mitógenos y 
estrés durante el tratamiento con merbarona  
 
Los ERGs son un grupo de genes altamente regulados e inducibles en 
respuesta a la activación de diferentes cascadas de fosforilación 
dependientes de mitógenos y factores de estrés. Dichas rutas de 
señalización son independientes, lo que permite cambios 
transcripcionales específicos al estimulo presentado. No obstante, la 
mayoría dan lugar a la activación de factores reguladores esenciales, así 
como cambios en la estructura de la cromatina que son necesarios para 
la inducción transcripcional de estos genes, como la fosforilación de la 
serina 10 de la histona 3 (H3S10P) (Bahrami y Drabløs, 2016). 
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En primer lugar, quisimos comprobar si el incremento de la expresión 
de los ERGs al inhibir TOP2A con merbarona estaba causado por una 
activación transcripcional global en respuesta a mitógenos y estrés 
celular. Para ello, decidimos evaluar los niveles de H3S10P en distintas 
condiciones (Clayton y Mahadevan, 2003). Las células arrestadas por 
privación de suero presentaban niveles bajos de H3S10P (Figura 9A), 
que se incrementaron tras la estimulación fisiológica con suero, tanto a 
30 como 60 minutos (Figura 9A, B), de acuerdo con la activación de 
rutas de señalización dependientes de mitógenos. Por el contrario, 
tanto el tratamiento control como el tratamiento con merbarona no 
alteraron los niveles de esta modificación de H3 (Figura 9A, B), 
indicando que el aumento de expresión de los ERGs producido por la 
inhibición de TOP2A es independiente de la activación de esta ruta de 
señalización celular.  
 
Para corroborar estos resultados, se decidió analizar específicamente la 
activación de la ruta de señalización de p38, una quinasa activada 
mediante fosforilación (p-p38) en respuesta a estrés celular, como el 
inducido por la exposición a H2O2 o a radiación UV (Borisova et al., 
2018). Las células control presentaban niveles bajos de este marcador 
de estrés celular (Figura 9C), que se incrementaron en respuesta a un 
tratamiento de 30 minutos con H2O2 (Figura 9C), de acuerdo con la 
activación de esta ruta de estrés celular. Por el contrario, la adición de 
merbarona no produjo un incremento en los niveles de activación de 
p38, de forma similar al suero (Figura 9C). En conjunto, estos 
resultados descartan que la activación de los ERGs provocada por la 
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inhibición de TOP2A sea consecuencia de la activación de las rutas 
canónicas de señalización celular.   
 
 
Figura  9. Análisis de la activación de rutas de respuesta a mitógenos y estrés 
durante el tratamiento con merbarona. A. Imagen representativa de la señal de 
fosforilación de la serina 10 de la histona 3 (H3S10P) (verde) en células sin 
tratamiento o en respuesta a 30 minutos de tratamiento con suero (20%), DMSO 
(Control) o merbarona (200µM). B. Cuantificación de la intensidad media de la señal 
de H3S10P tras diferentes tiempos de tratamiento con suero (20%), DMSO (Control) 
o merbarona (200µM). Se representa media+SEM de dos experimentos 
independientes y se muestran las diferencias estadísticas mediante two-way ANOVA 
y test de Bonferroni (*P≤0.05; **P≤0.01; ***P≤0.001). C. Imagen representativa de 
los niveles de activación de p38 (p-p38) y tubulina (a-tub) analizadas por western 
blot tras 30 minutos de tratamiento con suero (1%), DMSO (Control), merbarona 
(200µM) o H2O2 (2mM). 
 
3.2.2. El tratamiento con merbarona no produce la acumulación 
de complejos de rotura de TOP2 de forma global. 
 
Las células de mamífero cuentan con dos isoformas de TOP2, TOP2A 
y TOP2B, que difieren en el patrón de expresión a lo largo del ciclo 
celular como ya se ha descrito en el apartado Introducción. Así pues, 
en células arrestadas por privación de suero, esperaríamos que TOP2B 
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fuese la única isoforma presente. Sin embargo, al analizar los niveles de 
ambas proteínas, observamos que en nuestras condiciones 
experimentales las células expresaban tanto TOP2B como TOP2A 
(Figura 10A). A continuación, quisimos comprobar la actividad de 
ambas isoformas, para ello, utilizamos el ensayo de Complejos de Enzimas 
In vivo (ICE), que permite la purificación de aquellas proteínas unidas 
covalentemente al DNA. Esta técnica clásica se basa en el 
establecimiento de un gradiente de cloruro de cesio (CsCl) que permite 
separar los distintos componentes celulares por diferencia de densidad. 
En el ensayo ICE, el gradiente de CsCl se utiliza para aislar 
específicamente los ácidos nucleicos (DNA y RNA) junto con las 
proteínas asociadas covalentemente del resto de proteínas solubles y 
componentes celulares, lo cual resulta un método idóneo para analizar 
la presencia de TOP2cc (Nitiss et al., 2012), ya que se caracteriza por 
encontrarse unido al DNA mediante un enlace fosfodiéster. Esta 
técnica se puede utilizar como medida indirecta de la actividad TOP2 
celular, mediante la cuantificación de los complejos de rotura 
acumulados en respuesta a etopósido u otro veneno de TOP2, siendo 
posible distinguir entre ambas isoformas (TOP2A y TOP2B) con 
anticuerpos específicos. En las condiciones control, las células 
presentaban niveles de TOP2cc espontáneos indetectables (Figura 
10B). En respuesta a etopósido, observamos la aparición de complejos 
de rotura de ambas isoformas (TOP2Acc y TOP2Bcc) (Figura 10B), 





Figura  10. Análisis de expresión y de actividad de ambas isoformas de TOP2 
y análisis de los complejos de rotura (TOP2cc) inducidos por los diferentes 
tratamientos. A. Imagen representativa de los niveles de expresión de TOP2B, 
TOP2A y tubulina (a-tub) por western blot en células RPE-1 arrestadas por 
privación con suero durante 48 horas. B. Imagen representativa de la acumulación 
de los complejos de rotura de TOP2B (TOP2Bcc) y de TOP2A (TOP2Acc) en 
respuesta a 5 minutos de DMSO (Control) o etopósido (400µM) obtenidos mediante 
el ensayo ICE y analizados mediante inmunodetección. C. Imagen representativa de 
la acumulación de TOP2cc en respuesta a 30 minutos de tratamiento con DMSO 
(Control), suero (1%), merbarona (200µM) o etopósido (20µM). 
 
El modelo actual del papel de TOP2B en la activación de genes de 
respuesta a hormona (Ju et al., 2006) y los ERGs en neuronas 
(Madabhushi et al., 2015) propone que la formación de DSBs mediante 
la actividad de TOP2B en el promotor de estos genes es capaz de 
inducir su expresión. Por tanto, quisimos comprobar si la merbarona 
producía por sí misma la acumulación de TOP2cc, pese a que ésta 
droga ha sido descrita como un inhibidor catalítico (Chen y Beck, 
1993). Como habíamos observado previamente, las células control 
presentaron niveles indetectables de TOP2cc de ambas isoformas 
(Figura 10C), mientras que el tratamiento con etopósido durante 30 
minutos aumentó los niveles de estos intermediarios de reacción 
(Figura 10C). Por el contrario, la incubación con merbarona no 
produjo un aumento observable de los niveles globales de TOP2cc en 
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comparación con la condición control (Figura 10C), descartando que 
la inducción de la transcripción en respuesta a merbarona se produzca 
como consecuencia de la estabilización global de TOP2cc. 
Adicionalmente, comprobamos que durante la estimulación de los 
ERGs con suero tampoco se producía un incremento en los niveles 
espontáneos de TOP2cc (Figura 10C), sugiriendo que éstos no se 
acumulan de forma global durante la activación transcripcional 
fisiológica.   
 
3.2.3. El tratamiento con merbarona no produce roturas de doble 
cadena  
 
Los resultados anteriores descartaban que la inducción producida por 
el tratamiento con merbarona fuese consecuencia de la acumulación 
global de TOP2cc. No obstante, cabía la posibilidad de que esta droga 
produjese la formación de DSBs sin producir la estabilización de 
TOP2cc. Por tanto, decidimos analizar la formación de focos de 
gH2AX, un marcador bien establecido de DSBs, mediante 
experimentos de inmunofluorescencia. Las células control presentaron 
niveles de gH2AX muy bajos (Figura 11A), mientras que 30 minutos 
de tratamiento con etopósido incrementó el número de focos de 
gH2AX de forma dependiente de dosis (Figura 11A). Por el contrario, 
el tratamiento con merbarona no aumentó de forma significativa el 
número de roturas sobre el tratamiento control (Figura 11A). 
Adicionalmente, comprobamos la formación de DSBs durante 
activación transcripcional en respuesta a la estimulación fisiológica con 
suero, sin observarse la aparición de los focos de gH2AX (Figura 11A). 
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En paralelo, se analizó la expresión del gen FOS producida por estos 
mismos tratamientos a 30 minutos, observándose una falta de 
correlación entre los niveles de expresión y la aparición de focos de 
gH2AX (Figura 11B). A continuación, se comprobó la expresión del 
gen FOS durante un tratamiento más prolongado con la dosis mayor 
de etopósido utilizada anteriormente (20µM), sin encontrarse de nuevo 
cambios significativos en la expresión de FOS a los tiempos analizados 
(Figura 11C). En conjunto, estos experimentos sugieren que la 
activación de los ERGs no requiere ni se produce por la formación de 
DSBs en nuestras condiciones experimentales. 
 
Finalmente, quisimos descartar completamente que el incremento 
transcripcional con merbarona fuese consecuencia de la estabilización 
de TOP2cc específicamente en los promotores de genes regulados por 
TOP2, como los ERGs. Para responder esta cuestión, decidimos 
analizar la inducción del gen FOS en células deficientes en la proteína 
TDP2 (TDP2-/-), donde el procesamiento y reparación de los TOP2cc 
y DSBs derivadas ocurre de forma ineficiente (Ledesma et al., 2009). 
Estas células se generaron mediante la tecnología CRISPR, basada en 
la nucleasa doble cadena de Streptococcus pyogenes, Cas9 (Gasiunas et al., 
2012; Jinek et al., 2012), cuya unión al DNA viene determinada 
mediante homología con una molécula de RNA asociado a la enzima, 
denominada RNA guía (gRNA). Esta particularidad permite dirigir la 
actividad de la endonucleasa de doble cadena Cas9 a un locus 
específico. En este caso, se diseñaron gRNA contra el gen de TDP2 y 
para facilitar la expresión de Cas9, usamos células RPE-1 que 
   RESULTADOS 
 45 
expresaban constitutivamente la proteína Cas9 humanizada de S. 
pyogenes (RPE-1 Cas9) (ver sección 6. Materiales y Métodos). 
 
 
Figura  11. Análisis comparativo de formación de roturas de doble cadena 
(DSBs) y los niveles de expresión del gen FOS durante los diferentes 
tratamientos. A. Imagen representativa (derecha) y cuantificación (izquierda) de los 
focos de gH2AX (verde) inducidos tras 30 minutos de tratamiento con DMSO 
(Control), suero (1%), merbarona (200µM) o concentraciones crecientes de 
etopósido (1-20µM). El DNA se marcó con DAPI (azul). B. Niveles de mRNA de 
FOS en las mismas condiciones que en A analizados mediante RT-qPCR. Los valores 
se normalizaron utilizando el mRNA de GAPDH y la señal en la condición Control 
se estableció en 1. C. Niveles de mRNA de FOS tras diferentes tiempos de 
tratamiento con etopósido (20µM) o con DMSO (Control) analizados mediante RT-
qPCR. Los valores se normalizaron utilizando el mRNA de GAPDH y la señal en la 
condición sin tratamiento (t=0) se estableció en 1. En todos se representa 
media+SEM de tres experimentos independientes y se muestran las diferencias 
estadísticas mediante one-way ANOVA (A y B) o two-way ANOVA (C) y test de 
Bonferroni (*P≤0.05; **P≤0.01; ***P≤0.001; ****P≤0.001 ). 
 
Las células TDP2-/- resultan un modelo idóneo para estudiar el efecto 
de la formación de TOP2cc y roturas sobre la transcripción. Sin 
embargo, no observamos diferencias en la inducción de FOS producida 
por el tratamiento con merbarona al comparar las células control y 
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TDP2-/- (Figura 12A), lo que nuevamente indica que el tratamiento con 
merbarona no depende de la formación de TOP2cc.   
 
 
Figura  12. Análisis de la cinética de inducción transcripcional de FOS en 
células deficientes en TDP2. Niveles de mRNA de FOS tras diferentes tiempos de 
tratamiento con merbarona (200µM) (A) o re-estimulación con suero (1%) (B) 
analizados mediante RT-qPCR. Los valores se normalizaron utilizando el mRNA de 
GAPDH y la señal en la condición sin tratamiento (t=0) se estableció en 1. Se 
representa media+SEM de tres experimentos independientes y se muestran las 
diferencias estadísticas mediante two-way ANOVA y test de Bonferroni (*P≤0.05; 
**P≤0.01; ***P≤0.001).  
 
Igualmente, la estimulación con suero produjo cinéticas de inducción 
de FOS muy similares entre ambas líneas celulares (Figura 12B). Esta 
falta de un efecto transcripcional en fondo TDP2-/-, donde TOP2cc y 
DSBs generados deberían acumularse, sugiere que durante la activación 
de FOS no se produce activamente una acumulación de roturas con un 
papel regulatorio.   
 
3.2.4. Efecto de la merbarona sobre cada isoforma de TOP2 
 
Tras descartar que el tratamiento con merbarona produjese DSBs y/o 
la activación de la respuesta a estrés celular, quisimos comprobar el 
efecto inhibitorio del tratamiento con merbarona sobre cada isoforma 
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de TOP2. Para ello, utilizamos nuevamente el ensayo ICE para analizar 
la acumulación de TOP2cc inducidos con etopósido como medida 
indirecta de la actividad TOP2 tras distintos tiempos de incubación con 
merbarona. Este experimento mostró que TOP2B no se veía inhibida 
a tiempos cortos de tratamiento con merbarona, siendo necesario una 
hora de incubación para observar un ligero descenso de la actividad 
TOP2B global (Figura 13). Por el contrario, la actividad de TOP2A se 
redujo drásticamente tras los primeros 10 – 20 minutos de tratamiento 
con merbarona (Figura 13). Este experimento demostró que la 
merbarona inhibe de forma preferencial a TOP2A con una cinética de 
inhibición que coincide con los tiempos en los que se produce la 
inducción de los ERGs, lo que apunta a TOP2A como responsable del 
fenotipo transcripcional observado.  
 
 
Figura  13. Análisis de la cinética de inhibición de ambas isoformas de TOP2 
con merbarona. Imagen representativa de la acumulación de los complejos de 
rotura de TOP2B (TOP2Bcc) y de TOP2A (TOP2Acc) en respuesta a 5 minutos de 
etopósido (400µM) tras diferentes tiempos de tratamientos con merbarona 
(200µM). Como control negativo se muestra un tratamiento de 30 minutos con 
merbarona sin etopósido. 
 
3.3 Caracterización del papel de cada isoforma de 
TOP2 en el control de la expresión de los ERGs 
 
A continuación, quisimos comprobar que inducción de los ERGs 
observada dependía de TOP2A. Para ello, se decidió comparar la 
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expresión del gen modelo FOS en células deficientes en cada isoforma 
de TOP2 (TOP2A-/-  y TOP2B-/-) (Figura 14A) generadas mediante la 
tecnología CRISPR en las células RPE-1 Cas9. En condiciones de 
represión, pudimos observar que las células TOP2A-/- presentaban 
mayores niveles de expresión de este ERG que las células control 
(Figura 14B, izquierda). Por el contrario, no se apreciaron diferencias 
al comparar células WT y TOP2B-/- (Figura 14B, derecha). Este 
resultado sugiere que TOP2A es necesaria para mantener el estado de 
represión de FOS.   
 
 
Figura  14. Validación de las células deficientes en cada isoformas de TOP2 y 
análisis de los niveles de expresión de FOS en estas células. A. Imagen 
representativa de los niveles de expresión de TOP2B, TOP2A y tubulina (a-tub) por 
western blot en células RPE-1 Cas9 deficientes en TOP2A (izquierda) o en TOP2B 
(derecha) arrestadas por privación con suero durante 48 horas. B. Niveles de mRNA 
de FOS en condiciones de represión en células deficientes en TOP2A (izquierda) o 
en TOP2B (derecha) analizados mediante RT-qPCR. Los valores se normalizaron 
utilizando el rRNA 28S y la señal en las células silvestre (WT) se estableció en 1. Se 
representa media+SEM de tres experimentos independientes y se muestran las 
diferencias estadísticas mediante One-sample t test, valor hipotético = 1 (*P≤0.05; 
**P≤0.01; ***P≤0.001). 
 
El tratamiento control produjo una respuesta muy leve tanto en las 
células TOP2B-/- como WT (Figura 15A), mientras que la incubación 
con merbarona durante 1 hora incrementó fuertemente los niveles del 
mRNA de FOS (Figura 15B), sin observarse diferencias entre ambas 
líneas celulares. Este resultado confirma que la activación de los ERGs 
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con merbarona no depende de TOP2B. De hecho, ésta no se encuentra 
inhibida globalmente a los tiempos analizados (Figura 13). 
Adicionalmente, la estimulación con suero también condujo a una 
fuerte inducción del gen FOS de manera similar en ambos fondos 
genéticos (Figura 15C), lo que indica que, en nuestras condiciones, 
TOP2B no es necesaria para la activación transcripcional del gen 
modelo FOS.  
 
 
Figura  15. Análisis de la inducción de FOS en células deficientes en TOP2B 
en respuesta a diferentes tratamientos. Niveles de mRNA de FOS en células RPE-
1 Cas9 silvestre (WT) o deficientes en TOP2B (TOP2B-/-) tras diferentes tiempos de 
tratamiento con DMSO (A), merbarona (200µM) (B) o re-estimulación con suero 
(1%) (C) analizados mediante RT-qPCR. Los valores se normalizaron utilizando el 
rRNA 28S y la señal en la condición WT sin tratamiento (t=0) se estableció en 1. Se 
representa media+SEM de tres experimentos independientes y se muestran las 
diferencias estadísticas mediante two-way ANOVA y test de Bonferroni (*P≤0.05; 
**P≤0.01; ***P≤0.001). 
 
La línea celular TOP2A-/- tuvo que generarse de forma transitoria antes 
de cada experimento, ya que TOP2A es esencial para la división celular. 
Como consecuencia de este procedimiento observamos un incremento 
de los niveles basales del gen FOS tanto en las células WT como 
TOP2A-/- en comparación con los niveles normales mostrados por las 
células RPE-1, lo que redujo la magnitud de las inducciones. No 
obstante, en estas condiciones, pudimos observar que el tratamiento 
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con el vehículo no tuvo efecto sobre la expresión de FOS tanto en 
células WT como TOP2A-/- (Figura 16A). En respuesta a merbarona, 
la expresión de FOS se incrementó entorno a 4 veces únicamente en 
las células WT (Figura 16B), mientras que en las células deficientes en 
TOP2A, la expresión de FOS permaneció constante tras la adición de 
merbarona (Figura 16B).  Por otro lado, al comparar la 
estimulación con suero en estas condiciones, observamos que en las 
células deficientes en TOP2A se alcanzaron niveles de expresión de 
FOS superiores a los observados en células WT (Figura 16C), de 
acuerdo con los resultados obtenidos mediante la inhibición química 
con merbarona (Figura 8). Este resultado confirma que la activación de 
la transcripción causada por el tratamiento con merbarona depende de 
TOP2A y descarta un efecto indirecto de esta droga. Además, sugiere 
nuevamente que la falta de actividad de TOP2A favorece la 
transcripción del gen FOS en respuesta a estímulos fisiológicos, de 
acuerdo con un papel negativo de esta proteína en su regulación.  
 
Figura  16. Análisis de la inducción de FOS en células deficientes en TOP2A 
en respuesta a diferentes tratamientos. Niveles de mRNA de FOS en células RPE-
1 Cas9 silvestre (WT) o deficientes en TOP2A (TOP2A-/-) tras diferentes tiempos de 
tratamiento con DMSO (A) merbarona (200µM) (B) o re-estimulación con suero 
(1%) (C) analizados mediante RT-qPCR. Los valores se normalizaron utilizando el 
rRNA 28S y la señal en la condición WT sin tratamiento (t=0) se estableció en 1. Se 
representa media+SEM de tres experimentos independientes y se muestran las 
diferencias estadísticas mediante two-way ANOVA y test de Bonferroni (*P≤0.05; 
**P≤0.01; ***P≤0.001). 
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Por último, estudios previos han demostrado que el complejo 
remodelador de la cromatina BAF es necesario para la unión de 
TOP2A al DNA en mamíferos (Dykhuizen et al., 2013). Por tanto, 
decidimos analizar la inducción de FOS en respuesta a merbarona en 
células deficientes en el complejo BAF. Para ello, se llevó a cabo la 
depleción de ambas subunidades catalíticas del complejo BAF (BRG1 
y BRM) mediante RNA interferente (siRNA). La depleción de las 
subunidades catalíticas del complejo BAF produjo un clara 
disminución en la inducción de este gen con merbarona, en 
comparación con las células control (Figura 17A).  
 
 
Figura  17. Análisis de la inducción de FOS en depleción del complejo BAF 
en respuesta a diferentes tratamientos. Ambas subunidades catalíticas del 
complejo BAF se deplecionaron en células RPE-1 mediante RNA interferencia 
(siRNA) específicos durante 72 horas. Niveles de mRNA de FOS en células 
transfectadas con un siRNA negativo o contra BRG1/BRM tras diferentes tiempos 
de tratamiento con merbarona (200µM) (A) o re-estimulación con suero (1%) (B) 
analizados mediante RT-qPCR. Los valores se normalizaron utilizando el mRNA de 
GAPDH y la señal en la condición siRNA negativo sin tratamiento (t=0) se estableció 
en 1. Se representa media+SEM de tres experimentos independientes y se muestran 
las diferencias estadísticas mediante two-way ANOVA y test de Bonferroni (*P≤0.05; 
**P≤0.01; ***P≤0.001). 
 
Para descartar un defecto general en transcripción causado por la 
depleción del complejo BAF, comprobamos la activación de FOS 
mediante estimulación con suero, sin observarse diferencias evidentes 
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entre las células donde se había deplecionado BRG1/BRM y control 
(Figura 17B). De acuerdo con el papel del complejo BAF en el 
reclutamiento de TOP2A al DNA, estos resultados también apoyan 
que la respuesta transcripcional observada en respuesta a merbarona es 
consecuencia de la inhibición de TOP2A.   
 
3.4 Efectos de la inhibición de TOP2 en la distribución 
de la Pol II  
 
Con el fin de entender cómo se produce la activación transcripcional 
en respuesta a la inhibición de TOP2A, decidimos evaluar los cambios 
en la distribución de Pol II durante el tratamiento con merbarona 
mediante ChIP-seq. Al analizar las señales en los ERGs se observó una 
liberación muy evidente de la pausa de Pol II  en respuesta a merbarona 
tanto a 30 como 60 minutos (Figura 18A). Sin embargo, no todos los 
ERGs se indujeron en estas condiciones, como es el caso de LDLR 
(Figura 18A), donde no se observó un cambio de distribución de Pol 
II durante el tratamiento con merbarona.  
 
A continuación, estudiamos la señal acumulada de Pol II tras 30 y 60 
minutos de inhibición de TOP2A en los genes inducidos a 2 horas de 
tratamiento por RNA-seq (Up) (Figura 4B). A 30 minutos de 
tratamiento, se observaron diferencias sutiles en la distribución de Pol 
II respecto a la condición control (Figura 18B), mientras que a 60 
minutos se produjo una clara reducción de Pol II en el sitio de pausa 
en estos genes y un incremento en la región codificante (Figura 18B), 
de acuerdo con la derepresión observada por RNA-seq. Ese resultado 
indica que la activación transcripcional en respuesta a la inhibición de 
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TOP2A se produce por una desregulación de la pausa próxima al 
promotor de Pol II. Posteriormente, comprobamos si esta liberación 
de la pausa se producía de manera global, observándose el mismo 
comportamiento de la señal de Pol II al analizar la distribución 
acumulada de todos los genes (Figura 18C).  
 
 
Figura  18. Análisis de las distribución global de Pol II por ChIP-seq en 
respuesta al tratamiento con merbarona. A. Señales del ChIP-seq de Pol II en 
algunos ERGs representativos en la condición control o tras 30 y 60 minutos de 
tratamiento con merbarona (200µM) en el visualizador genómico UCSC. El eje x 
representa el número de lecturas por kilobase, por millón de lecturas mapeadas 
(RPKM). B. Señal media del ChIP-seq de Pol II entre -1kb y +3kb del TSS de los 
genes inducidos a 2 horas de tratamiento con merbarona (Up). C. Igual que B para 
todos los genes transcripcionalmente activos(10,471) (ver sección 6. Materiales y 
Métodos).  
 
Con el fin de comprobar esta observación se analizaron diferentes 
parámetros que describen el nivel de pausa de Pol II. El primero de 
ellos, el Índice de Pausa (PI) define la relación entre la cantidad de Pol 
II en la región próxima al promotor y en el cuerpo del gen (Figura 19A, 
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arriba). El segundo, el ratio de liberación de Pol II (PRR) relaciona la 
señal de Pol II en el inicio del cuerpo del gen con la señal en el 
promotor (Figura 19A, abajo).  
 
 
Figura  19. Análisis de la pausa próxima al promotor de Pol II en respuesta al 
tratamiento con merbarona. A. Representación esquemática de los parámetros 
utilizados para cuantificar el nivel de pausa próxima al promotor. B. Análisis del valor 
de PI en la condición control o tras 30 y 60 minutos de tratamiento con merbarona 
(200µM) de los genes inducidos a 2 horas de tratamiento con merbarona (Up). C. 
Igual que B mostrando el valor de PRR. D. Análisis del valor de PI en la condición 
control o tras 30 y 60 minutos de tratamiento con merbarona (200µM) en todos los 
genes transcripcionalmente activos (10,471) (ver sección 6. Materiales y Métodos). E. 
Igual que D mostrando el valor de PRR. El eje x representa el logaritmo en base 2 
del PI y PRR, respectivamente. Se muestran las diferencias estadísticas mediante U 
de Mann-Whitney (*P≤0.05; **P≤0.01; ***P≤0.001). 
 
En los genes activados a las 2 horas  con merbarona (Up), el análisis de 
estos ratios demostró un leve descenso del PI tras los primeros 30 
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minutos de tratamiento (Figura 19B), reduciéndose de forma 
significativa a los 60 minutos (Figura 19B). Por otro lado, el valor de 
PRR en estos genes se vio incrementado progresivamente a lo largo del 
tratamiento, siendo este cambio significativo a 60 minutos (Figura 
19C). Al analizar estos parámetros de forma global, pudimos apreciar 
el descenso significativo del PI tanto a 30 como a 60 minutos (Figura 
19D). Asimismo, se observó un incremento significativo del PRR a los 
tiempos analizados (Figura 19E). Estos resultados sugieren que la 
inhibición de TOP2A produce la desestabilización de la pausa de Pol 
II de forma global, dando como resultado el incremento de la 
transcripción de determinados genes altamente regulados a este nivel, 
como los ERGs.  
 
3.5 Análisis de la distribución global de TOP2A 
 
La asociación entre TOP2A y transcripción había sido descrita por 
varios estudios previos, donde se observó su alta presencia en 
promotores y enhancers (Thakurela et al., 2013; Yu et al., 2017). Por 
tanto, tras observar la posible relación entre TOP2A y la pausa de Pol 
II, quisimos analizar la distribución de esta proteína en nuestras 
condiciones experimentales mediante inmunoprecipitación de 
cromatina asociada con secuenciación masiva (ChIP-seq). Para ello, se 
utilizó un anticuerpo previamente caracterizado para este tipo de 
abordaje (Canela et al., 2017), y se comprobó inicialmente mediante 
experimentos de ChIP qPCR. Se observó un enriquecimiento de señal 
en el gen FOS en comparación con el control negativo con IgG, que 
se incrementó tras 30 minutos de tratamiento con merbarona (Figura 
20A). Este resultado confirmó la especificidad de la señal obtenida, y 
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Figura  20. Análisis de la distribución global de TOP2A. A.  Representación 
esquemática del gen FOS y los amplicones analizados por qPCR. Análisis de la 
presencia de TOP2A en el promotor de FOS mediante ChIP-qPCR en condiciones 
control o tras 30 minutos de tratamiento con merbarona (200µM). IgG como control 
negativo. B. Anotación funcional de los picos de TOP2A frente a la proporción de 
los elementos funcionales en genoma humano (ver sección 6. Materiales y Métodos). 
C. Señal media del ChIP-seq de TOP2A entre -4kb y +4kb del TSS de los genes 
inducidos a 2 horas de tratamiento con merbarona (Up) o el mismo número de genes 
seleccionados aleatoriamente (ver sección 6. Materiales y Métodos). D. Señales del 
ChIP-seq de TOP2A y Pol II en FOS y EGR1 en la condición control en el 
visualizador genómico UCSC. El eje x representa el número de lecturas por kilobase, 
por millón de lecturas mapeadas (RPKM) . 
 
De acuerdo con el estudio previo mencionado, los experimentos de 
Chip-seq mostraron que TOP2A se encontraba preferencialmente 
asociada a promotores y a enhancers de forma global (Figura 20B). 
Adicionalmente, al analizar los promotores de los genes inducidos a 2 
horas con merbarona (Up) se encontraron niveles superiores de 
TOP2A en comparación con un mismo número de genes 
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seleccionados al azar (Figura 20C), de acuerdo con un posible papel 
directo de TOP2A en la regulación de estos genes. Este efecto se pone 
de manifiesto al analizar los perfiles individuales de algunos genes cuya 
transcripción se activa en presencia de merbarona (Figura 20D). Estos 
resultados sugieren nuevamente la participación de TOP2A en la 
regulación transcripcional de forma general, siendo especialmente 
relevante en determinados genes, y en particular en  ERGs. 
 
3.6 Relación entre TOP2A y la pausa próxima al 
promotor de Pol II 
 
Con el fin de corroborar la relación entre TOP2A y pausa de Pol II se 
compararon los índices de pausa de Pol II anteriormente mencionados 
(PI y PRR) (Figura 19A) con los niveles de TOP2A en la región del 
promotor de cada gen. En primer lugar, se dividieron todos los genes 
en quintiles atendiendo a los niveles de TOP2A alrededor del TSS (Q1-
Q5) y se determinaron los valores del PI y PRR en cada uno de estos 
grupos.  
 
Este análisis demostró que la distribución de PI se incrementaba en 
relación a los niveles de TOP2A (Figura 21A), siendo su valor mayor 
en los genes con más TOP2A en el promotor (Q5) que en genes con 
niveles medios (Q3) y bajos de TOP2A (Q1). Consecuentemente, el 
PRR mostró una relación inversa a la presencia de TOP2A (Figura 
21B), presentando los genes con niveles bajos de TOP2A (Q1) valores 
de PRR superiores a los genes con niveles medios (Q3) y altos de esta 
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proteína (Q5). Esta correlación sugiere nuevamente una conexión 
funcional entre TOP2A y la pausa de Pol II a nivel global.  
 
 
Figura  21. Relación entre pausa próxima al promotor de Pol II y niveles de 
TOP2A en el promotor. Niveles de PI (A) o PRR (B) de todos los genes 
transcripcionalmente activos divididos en quintiles atendiendo a los niveles de 
TOP2A en el promotor (Q1-Q5) (ver sección 6. Materiales y Métodos). El eje x 
representa el logaritmo en base 2 del valor de PI o PRR, respectivamente. 
 
3.7 Mecanismo de regulación transcripcional por 
TOP2A 
 
3.7.1 Relación entre la actividad de TOP2A y transcripción  
 
Como la función principal de las DNA topoisomerasas es la 
eliminación de las alteraciones topológica del DNA, la presencia y 
actividad de TOP2A en promotores puede indicar su posible 
implicación en el mantenimiento del estado topológico de esta región. 
En eucariotas, la transcripción por la RNA polimerasa II es la fuente 
principal de superenrollamiento en el DNA. Durante su avance, Pol II 
introduce superenrollamiento (+) aguas abajo y (-) aguas arriba. Esta 
tensión topológica tiene un profundo impacto sobre el proceso, tanto 
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favoreciendo, en el caso del superenrollamiento (-), como dificultando, 
por acción del superenrollamiento (+). Por tanto, el mantenimiento del 
estado topológico del DNA resulta esencial para el correcto 
funcionamiento y regulación de la transcripción.  
 
 
Figura  22. Análisis de la inhibición de la transcripción sobre la actividad de 
TOP2A. A. Niveles de mRNA de FOS tras diferentes tiempos de tratamiento con 
merbarona (200µM) en células previamente tratadas durante 5 minutos con DMSO 
(Control), flavopiridol (0,5µM) o triptolide (10µM) analizados mediante RT-qPCR. 
Los valores se normalizaron utilizando el mRNA de GAPDH y la señal en la 
condición sin tratamiento (t=0) se estableció en 1. Se representa la media+SEM de 
dos experimentos independientes. B. Imagen representativa de la acumulación de los 
complejos de rotura  de TOP2A (TOP2Acc) en respuesta a 5 minutos de etopósido 
(400µM) tras 30 minutos de incubación con DMSO (Control), flavopiridol (0,5µM) 
o triptolide (10µM).  
 
Para comprobar si el superenrollamiento generado por la transcripción 
era el sustrato principal de TOP2A, se evaluó el efecto de bloquear la 
transcripción sobre su actividad mediante la inhibición de la salida de 
la pausa de Pol II con flavopiridol (Flavo) y la inhibición de la iniciación 
de la transcripción con triptolide (Trp). Inicialmente, se comprobó que 
el tratamiento durante 30 minutos con estas drogas bloqueaba la 
transcripción de FOS en respuesta a merbarona (Figura 22A). En estas 
condiciones, se analizaron los niveles de actividad de TOP2A mediante 
el ensayo ICE, observándose una notable reducción de los TOP2Acc 
en respuesta a etopósido (Figura 22B). Este resultado sugiere que en 
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células RPE-1 arrestadas por privación de suero, la función principal 
de TOP2A está relacionada con la actividad transcripcional de Pol II.  
 
3.7.2 Estudio de la función de TOP2A en la topología del gen 
FOS 
 
Dada la dependencia transcripcional de la actividad TOP2A, así como 
su presencia en promotores, quisimos comprobar si la liberación de la 
pausa de Pol II producida por la inhibición de TOP2A podía estar 
causada por un cambio topológico en esta región. Con este objetivo, 
analizamos el nivel de superenrollamiento del DNA del gen FOS 
mediante la incorporación de un derivado biotinilado de psoraleno 
(bTMP), un agente intercalante preferencialmente incorporado en 
DNA superenrollado negativamente. Tras su “crosslink” mediante 
exposición a radiación UVA, el DNA asociado a bTMP puede 
purificarse mediante precipitación con estreptavidina y analizado 
mediante qPCR (Figura 23A).  
 
En estos experimentos, la condición control mostró una señal 
dependiente de bTMP en todas las regiones analizadas del gen FOS 
(Figura 23B), sin observarse un enriquecimiento específico en la región 
transcrita, de acuerdo con la baja tasa transcripcional en condiciones 
de represión. Por el contrario, tras 10 minutos de tratamiento con 
merbarona se observó un incremento del superenrollamiento (-) 
específicamente en la región próxima al promotor (Figura 23B). Por 
otro lado, el análisis del estado topológico del gen FOS tras 10 minutos 
de estimulación con suero mostró la misma tendencia, produciéndose 
un enriquecimiento mayor de superenrollamiento (-) en el promotor, 
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así como en el interior del gen (Figura 23B). Estos resultados 
demostraron que la inhibición de TOP2A con merbarona producía la 




Figura  23. Análisis de los niveles de superenrollamiento negativo en el gen 
FOS  durante los distintos tratamientos. A. Esquema representativo del protocolo 
utilizado para purificar específicamente el DNA superenrollado negativamente 
mediante precipitación de psoraleno biotinilado (bTMP). B. Representación 
esquemática del gen FOS y los amplicones analizados por qPCR. Niveles de 
superenrollamiento (-) en el gen FOS tras 10 minutos de tratamiento con DMSO 
(Control), merbarona (200µM) o estimulación con suero (1%). El eje x representa el 
porcentaje de input recuperado tras la precipitación con estreptavidina. Se representa 
media+SEM de tres experimentos independientes y se muestran las diferencias 
estadísticas mediante two-way ANOVA y test de Bonferroni (*P≤0.05; **P≤0.01; 
***P≤0.001). 
 
3.7.3 Efecto de la disrupción topológica del promotor de FOS 
sobre su inducción 
 
Para evaluar si los cambios topológicos del promotor del gen FOS 
podían ser responsables de las inducciones observadas en respuesta a 
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merbarona, decidimos eliminar el componente topológico del 
promotor de este gen mediante la formación de una rotura de doble 
cadena, ya que la rotación de los extremos libres del DNA permite la 
disipación de la tensión topológica. Para ello, se utilizó nuevamente las 
células RPE-1 Cas9. 
 
 
Figura  24. Caracterización del efecto transcripcional de la generación de 
cortes de doble cadena (DSBs) en el promotor de FOS mediante el sistema 
CRISPR/Cas9. A. Esquema representativo de la posición a la que se dirigen los 
RNA guías (gRNAs) diseñados dentro del promotor de FOS. B. Imagen 
representativa de la aparición de focos de gH2AX (verde) en RPE-1 Cas9 tras 2 horas 
de la transfección con gRNA control (negativo) o el gRNA 1. El núcleo se marcó 
con DAPI (azul). C. Niveles de mRNA de FOS tras 2 horas de transfección con 
gRNA 1, gRNA 2 o gRNA control (negativo) analizados mediante RT-qPCR. Los 
valores se normalizaron utilizando el rRNA 28S y la señal en la condición negativo 
se estableció en 1. Se representa la media+SEM de tres experimentos independientes 
y se muestran las diferencias estadísticas mediante one-way ANOVA y test de 
Bonferroni (*P≤0.05; **P≤0.01; ***P≤0.001). 
  
En este caso, se diseñaron dos gRNAs distintos para dirigir la actividad 
Cas9 al promotor del gen FOS (Figura 24A). Tras validar que los 
gRNAs introducían mutaciones específicamente en las secuencias 
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diana, y por tanto generaban DSBs, se procedió a determinar el tiempo 
de tratamiento en el que la mayor parte de las células presentasen DSBs. 
Tras analizar distintos tiempos de incubación con los gRNAs, se 
decidió evaluar los niveles de expresión de FOS a las 2 horas, al 
comprobar que la mayor parte de las células presentaba dos focos de 
gH2AX (Figura 24B). En estas condiciones, observamos que la 
presencia de una única rotura de doble cadena en el promotor produce 
un descenso en los niveles de transcripción basal del gen FOS (Figura 
24C). 
 
Con el fin de estudiar en más detalle la importancia del componente 
topológico sobre la transcripción, decidimos analizar el efecto de estas 
DSBs en la activación transcripcional. En respuesta a merbarona, la 
presencia de DSBs bloqueó completamente la inducción de FOS en 
comparación con las células que habían sido transfectadas con gRNA 
negativo (Figura 25A). Por otro lado, la estimulación con suero 
incrementó la transcripción en todas las condiciones. Sin embargo, las 
células donde se habían generado DSBs alcanzaron niveles de 
expresión inferiores a las células control (Figura 25B).  
 
Estos resultados podrían sugerir que la integridad del promotor es 
necesaria para la inducción producida por la inhibición de TOP2A. No 
obstante,  las roturas próximas a regiones transcritas, además de 
eliminar la tensión topológica, pueden bloquear el avance de Pol II por 
la activación de la ruta de respuesta a daño, más concretamente, 
mediante DNA-PKcs (Pankotai et al., 2012), siendo posible que los 
resultados obtenidos puedan deberse a la combinación de ambos 
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efectos. Por tanto, utilizamos células deficientes en DNA-PKcs  
(DNAPK-/-) para analizar únicamente el efecto producido al 
comprometer el componente topológico. En las células transfectadas 
con el gRNA negativo, el tratamiento con merbarona aumentó la 
expresión de FOS (Figura 25C), indicando que DNA-PKcs no es 
necesaria para su expresión. Por el contrario, la presencia de DSBs en 
el promotor bloqueó completamente la inducción transcripcional de 
FOS con merbarona (Figura 25C). Este resultado indica que el efecto 
inhibitorio observado de las DSBs sobre la inducción de FOS no es 
consecuencia de la señalización por DNA-PKcs. 
 
 
Figura  25. Análisis de la inducción transcripcional de FOS en presencia de 
DSBs en su promotor. Se muestra los niveles de mRNA de FOS mediante RT-
qPCR. Las células RPE-1 Cas9 se transfectaron con el gRNA indicado 2 horas antes 
de la adición de merbarona (200µM) (A) o suero (1%) (B). Los valores se 
normalizaron utilizando el rRNA 28S y la señal en la condición negativo (t=0) se 
estableció en 1. C. Igual que en A y B, en células RPE-1 Cas9 deficientes en DNA-
PKcs (DNA-PKcs-/-). En todos, se representa la media+SEM de tres experimentos 
independientes y se muestran las diferencias estadísticas mediante two-way ANOVA 
y test de Bonferroni (*P≤0.05; **P≤0.01; ***P≤0.001). 
 
Finalmente, decidimos utilizar una estrategia alternativa a la formación 
de DSBs para confirmar eliminar la topología del promotor de FOS. 
Con este objetivo, se generó una línea celular que expresaba un versión 
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mutante de la proteína Cas9 (Cas9 D10A) que sólo conserva la función 
de uno de sus sitios activos, y que por tanto, actúa como una nucleasa 
de cadena sencilla (Cong et al., 2013) (ver sección 6. Materiales y 
Métodos). Esta línea celular se empleó para eliminar el componente 
topológico del promotor de FOS mediante la introducción de roturas 
de cadena sencilla en el DNA (SSBs). 
 
 
Figura  26. Análisis de la inducción transcripcional de FOS en presencia de 
SSBs en su promotor. A. se muestra los niveles de mRNA de FOS mediante RT-
qPCR. Las células RPE-1 Cas9 D10A se transfectaron con el gRNA indicado 2 horas 
antes de la adición de merbarona (200µM). Los valores se normalizaron utilizando el 
rRNA 28S y la señal en la condición negativo (t=0) se estableció en 1. B. Igual que 
A, con un tratamiento de 30 minutos con el inhibidor de PARP, PJ34 (10µM) previo 
a la transfección de los gRNAs. En todos, se representa la media+SEM de tres 
experimentos independientes y se muestran las diferencias estadísticas mediante two-
way ANOVA y test de Bonferroni (*P≤0.05; **P≤0.01; ***P≤0.001; **** P≤0.0001). 
 
En estos experimentos, la formación de SSBs no afectó a los niveles 
basales del mRNA de FOS en comparación con las células control 
(tiempo 0, Figura 26A). Sin embargo, en estas condiciones observamos 
una menor inducción con merbarona, aunque con un efecto modesto 
y no significativo (Figura 26A). Teniendo en cuenta que la reparación 
de SSBs es un proceso muy rápido y eficiente (Caldecott, 2003), el 
efecto sutil podría deberse al reducido número de células con SSBs en 
este promotor en un momento concreto. Para alargar la vida de este 
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daño en el DNA y potenciar así su efecto, decidimos bloquear 
específicamente su reparación mediante la inhibición química de 
PARP1, la enzima principal encargada de señalizar la reparación de 
SSBs (Fisher et al., 2007). En presencia del inhibidor de PARP, las 
células RPE-1 Cas9 D10A transfectadas con un gRNA negativo 
aumentaron la expresión de FOS en respuesta a merbarona (Figura 
26B), mientras que la generación de SSBs en el promotor de FOS 
produjo un claro defecto de inducción (Figura 26B). De nuevo, este 
resultado sugiere que la inducción de FOS en respuesta a la inhibición 
de TOP2A requiere la integridad topológica del promotor. Asimismo, 
la dependencia del PARPi permite descartar que el efecto observado 
en estos experimentos se deba a la presencia inhibitoria de la proteína 
Cas9 en el promotor de este gen.  
 
3.8 Análisis de la actividad de TOP1 durante la 
inhibición de TOP2A 
 
Se ha descrito que la acumulación de superenrollamiento (+) por 
delante de Pol II favorece el establecimiento de la pausa en la región 
próxima al promotor y que la actividad de la topoisomerasa 1, 
eliminando dicho superenrollamiento, es importante para la salida de 
la pausa (Baranello et al., 2016). Basándonos en este modelo, quisimos 
estudiar la relación entre TOP1 y TOP2A. 
 
Para ello, decidimos analizar la actividad TOP1 mediante el ensayo 
ICE. De forma similar a TOP2, fue imposible detectar complejos de 
rotura de TOP1 (TOP1cc) en las células control (Figura 27A), siendo 
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necesario el tratamiento con el veneno de TOP1, camptotecina (CPT) 
para producir su acumulación a nivel global (Figura 27A). Esta 
estrategia nos permitió evaluar la actividad TOP1 durante los distintos 
tratamientos, no observándose cambios evidentes tras 30 minutos de 
incubación con merbarona y con suero (Figura 27B). Este resultado 
indica que la activación transcripcional tanto con merbarona como con 
suero no produce un cambio inmediato en la actividad TOP1 global.  
 
 
Figura  27. Análisis de la actividad global de TOP1 durante los diferentes 
tratamientos. A. Imagen representativa de los complejos de rotura de TOP1 
(TOP1cc) inducidos por 5 minutos de tratamiento con camptotecina (CPT) o DMSO 
(Control) obtenidos mediante el ensayo ICE y analizados mediante inmunodetección. 
B. Imagen representativa de la acumulación de TOP1cc tras 30 minutos de 
tratamiento con DMSO (Control), merbarona (200µM) o suero (1%) y un 
tratamiento final de 5 minutos de CPT (10µM). Se muestra también control negativo 
sin CPT ( - ). 
 
A continuación, decidimos analizar la actividad TOP1 en el gen FOS, 
como modelo de los genes inducidos en estas condiciones, mediante 
experimentos de inmunoprecipitación de los TOP1cc obtenidos con el 
ensayo ICE (TOP1cc-IP). Inicialmente, validamos la especificidad de 
la señal asociada al gen FOS al comprobar que ésta era dependiente del 
tratamiento con CPT (Figura 28A), en este experimento observamos 
niveles bajos de actividad TOP1 en condiciones de represión, de 
acuerdo con el bajo nivel de transcripción basal. Por el contrario, tras 
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30 minutos de estimulación con suero se produjo un incremento de la 
actividad TOP1 de forma progresiva a lo largo del gen (Figura 28B), 
conforme a la función de TOP1 favoreciendo el avance de Pol II. Por 
el contrario, la inhibición de TOP2A con merbarona a los mismos 
tiempos no aumentó los niveles de actividad de TOP1 observados en 
la condición control (Figura 28B), pese a producir una inducción 
transcripcional comparable al suero a los tiempos analizados (Figura  
11B). Estos resultados sugieren que existe un equilibro entre la 
actividad de TOP2A y de TOP1 en el promotor de FOS, que es 
responsable del mantenimiento de su estado topológico. 
 
Para comprobar la relación entre la actividad TOP2A y TOP1, 
quisimos analizar el efecto de la inhibición de TOP1 en la inducción 
del gen FOS con merbarona. Llamativamente, en este experimento 
observamos que el tratamiento previo con CPT bloqueó 
completamente la expresión del gen FOS en respuesta a la inhibición 
de TOP2A (Figura 28C), lo que nuevamente pone de manifiesto la 
interdependencia entre ambas actividades en la regulación 
transcripcional de FOS. 
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Figura  28. Análisis de la actividad de TOP1 en el gen FOS durante los 
diferentes tratamientos. A. Representación esquemática del gen FOS con los sitios 
PstI(rojo) respecto al TSS y los amplicones analizados por qPCR. Señal de 
inmunoprecipitación de TOP1cc (TOP1cc-IP) en los distintos fragmentos 
producidos por la digestión con PstI del gen FOS tras 5 minutos de tratamiento con 
DMSO (Control) o camptotecina (CPT) (10µM). B. Señal de TOP1cc-IP en FOS 
tras 30 minutos de tratamiento con DMSO (Control), merbarona (200µM) o 
estimulación con suero (1%) y un tratamiento final de 5 minutos de CPT (10µM). C. 
Niveles de mRNA de FOS analizados mediante RT-qPCR tras diferentes tiempos de 
tratamiento con merbarona (200µM), CPT (10µM) o ambas. El tratamiento con CPT 
se realizó 5 minutos antes que el resto. Los valores se normalizaron utilizando el 
mRNA de GAPDH y la señal en la condición sin tratamiento (t=0) se estableció en 
1. En todos, se representa media+SEM de tres experimentos independientes y se 
muestran las diferencias estadísticas mediante two-way ANOVA y test de Bonferroni 












































4.1 TOP2 regula la transcripción de forma 
independiente de roturas de doble cadena de DNA 
 
La aparición de DSBs ha sido descrita durante la activación 
transcripcional en diferentes contextos fisiológicos, por ejemplo en 
respuesta a estimulación hormonal (Haffner et al., 2010; Lin et al., 
2009; Stork et al., 2016) o durante la estimulación de los ERGs y los 
genes de respuesta a choque térmico (Bunch et al., 2015; Madabhushi 
et al., 2015). Sin embargo, actualmente se encuentra bajo discusión si 
este daño en el DNA representa un requisito para la inducir la 
expresión génica, o si por el contrario, ocurre como consecuencia de 
conflictos originados durante el proceso.  
 
En este trabajo, hemos observado que la inhibición catalítica de 
TOP2A con merbarona produce principalmente un efecto positivo 
sobre la transcripción, dando como resultado la inducción de genes 
cortos involucrados y altamente regulados, entre los que se incluyen 
diferentes miembros de los ERGs. Los experimentos de 
inmunofluorescencia de gH2AX descartaron la formación de DSBs 
con el tratamiento utilizado, mientras que el ensayo ICE corroboró que 
la merbarona bloqueaba rápidamente la actividad de TOP2A sin 
producir la estabilización de TOP2cc, tanto de TOP2A como de 
TOP2B. Del mismo modo, la activación fisiológica de los ERGs con 
suero no produjo la formación de DSBs, ni la acumulación de TOP2cc. 
Por último, hemos observado que las células deficientes en TOP2A 
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presentan niveles de mRNA constitutivamente inducidos del ERG 
modelo FOS y que la estimulación con suero de estas células conduce 
a una mayor expresión transcripcional. 
 
Curiosamente, la función de TOP2 en la regulación transcripcional de 
los ERGs había sido sugerida en estudios previos, donde se proponía 
que la actividad de TOP2B es necesaria para inducir la expresión de 
estos genes mediante la formación de DSBs en su promotor (Bunch 
et al., 2015; Madabhushi et al., 2015). Sin embargo, los resultados 
obtenidos en esta tesis entran en profundo conflicto con una función 
positiva de las DSBs dependientes de TOP2B durante la activación 
transcripcional de los ERGs. De hecho, en nuestras condiciones, 
TOP2B no es necesaria para la inducción del ERG modelo FOS en 
respuesta a estimulación fisiológica con suero. Por el contrario, resulta 
muy evidente que TOP2A cumple una función directa de la actividad 
TOP2A en el mantenimiento del estado de represión de los ERGs. 
 
Una posible explicación para estas diferencias es que algunos de los 
resultados previos que dieron lugar a dichas conclusiones fueron 
obtenidos mediante el uso de etopósido, una droga que además de 
inducir la formación de DSBs, produce la inhibición y degradación vía 
proteosoma de TOP2 (Ban et al., 2013; Mao et al., 2001; Zhang et al., 
2006). Así pues, es posible que las inducciones observadas en estos 
estudios se deban a la falta de actividad TOP2, y no la formación de 
roturas en el DNA. Además, es reseñable mencionar que la inducción 
de DSBs mediante etopósido no produjo un aumento de expresión de 
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FOS en nuestras manos, a diferencia de lo que se describe en uno de 
estos trabajos (Madabhushi et al., 2015).  
 
En otro de estos trabajos se describió que la actividad de DNA-PKcs 
era necesaria para la transcripción de los ERGs, observándose además 
una fuerte señalización de DSBs durante su estimulación 
transcripcional con suero (Bunch et al., 2015). Estos efectos no fueron 
observado en nuestras condiciones experimentales, poniendo de 
manifiesto que la activación de los ERGs puede ocurrir de forma 
independiente a la aparición de daño en el DNA. Además, el efecto 
negativo de la inhibición de DNA-PKcs sobre la transcripción descrito 
en este trabajo también podría indicar que la reparación de las DSBs 
originadas es completamente necesaria para permitir la transcripción.   
 
Todas estas discrepancias podrían sugerir particularidades del sistema 
biológico o condiciones experimentales utilizadas en estos estudios. 
Por ejemplo, en este último trabajo se utilizaron células tumorales 
HEK293T (Bunch et al., 2015), donde se ha descrito una alta 
inestabilidad cromosómica (Roschke et al., 2002), lo que podría 
explicar la mayor tendencia a la aparición de daño en el DNA como 
consecuencia de su naturaleza cancerígena. No obstante, quisimos 
abordar directamente esta cuestión y analizar el efecto transcripcional 
producido por la formación de DSBs en el promotor de un gen. Para 
ello, utilizamos el sistema CRISPR/Cas9 para comprometer 
específicamente el promotor del gen modelo FOS, lo que nos permitió 
comprobar que la formación de DSBs, lejos de inducir su transcripción, 
producía un descenso reproducible de los niveles de expresión. Este 
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efecto inhibitorio de las DSBs sobre la transcripción ha sido descrito 
en multitud de estudios (Beli et al., 2012; Chou et al., 2010; Iacovoni 
et al., 2010; Miller et al., 2010; Pankotai et al., 2012; Shanbhag et al., 
2010). Sin embargo, es cierto que las roturas introducidas mediante 
Cas9 no tienen la misma estructura que las mediadas por TOP2, ya que 
estas se caracterizan por la presencia de un enlace covalente entre la 
enzima y el DNA. Por tanto, cabría la posibilidad de que los efectos de 
ambos tipos de roturas sobre la expresión no sean equivalentes, 
pudiendo ser interesante evaluar en más detalle esta cuestión.  
 
En conjunto, nuestros resultados descartan que la activación 
transcripcional de los ERGs requiera la formación de DSBs mediante 
TOP2 y sugieren que éstas puedan tener un carácter secundario o 
accidental. En este sentido, diferentes estudios han mostrado que la 
transcripción es necesaria para la conversión de los TOP2cc inducidos 
con etopósido en DSBs (Canela et al., 2019; Gómez-Herreros et al., 
2017) y se ha descrito que la ausencia de TDP2 compromete la 
transcripción de genes regulados por TOP2B (Gómez-Herreros et al., 
2014, 2017), lo que apoya el papel inhibitorio de las DSBs sobre la 
transcripción.  
 
4.2 TOP2A reprime la transcripción mediante el 
mantenimiento de la pausa próxima al promotor de 
Pol II 
 
Tradicionalmente, el estudio de TOP2 en transcripción se había 
centrado en su papel como agente facilitador eliminando los problemas 
topológicos producidos durante el avance de Pol II. Sin embargo, en 
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los últimos años, diferentes estudios han puesto de manifiesto el 
profundo control que la topología del DNA y las topoisomerasas 
pueden ejercer sobre la regulación de la expresión génica (Baranello 
et al., 2016; Kouzine et al., 2008, 2013; Pedersen et al., 2012; Revyakin 
et al., 2006). 
  
En esta tesis hemos demostrado que TOP2A se encuentra localizada 
en promotores y en enhancers, como había sido descrito previamente 
en otras líneas celulares (Thakurela et al., 2013; Yu et al., 2017). 
Además, hemos observado su asociación con promotores de genes 
altamente pausados, una correlación que también se ha descrito para 
TOP2B (Dellino et al., 2019). De acuerdo con esta asociación 
funcional entre TOP2 y la pausa próxima al promotor de Pol II, hemos 
podido observar que la inhibición de TOP2A produce la 
desestabilización inmediata de este proceso, lo que se traduce en la 
inducción de genes altamente regulados como los ERGs. Además, 
estos genes presentan niveles de TOP2A superiores a la media. Sin 
embargo, no todos los genes asociados a TOP2A incrementaron su 
expresión en estas condiciones, probablemente porque el mecanismo 
de la pausa es necesario para la eficiente transcripción de la mayoría de 
genes. De hecho, la depleción de NELF produce un efecto similar 
dando lugar a un descenso global de la pausa de Pol II sin provocar un 
incremento transcripcional en todos los genes (Gilchrist et al., 2010).  
 
En conjunto, nuestros resultados demuestran la asociación de TOP2A 
con transcripción, sugiriendo su papel general y directo en la regulación 
de la pausa próxima al promotor de Pol II. Además, la alta correlación 
DISCUSIÓN 
 78 
que parece existir entre este mecanismo y TOP2B también sugiere una 
conexión similar. Por tanto, sería muy interesante evaluar el efecto 
transcripcional producido por la falta de actividad TOP2B, con el fin 
de establecer el papel de la actividad TOP2 en la regulación 
transcripcional de forma general.  
 
4.3 Mecanismo de regulación transcripcional de los 
ERGs por TOP2A  
 
La inhibición de TOP2A con merbarona produce una acumulación de 
superenrollamiento (-) en el promotor del gen FOS, paradigma de 
genes regulados a nivel de pausa próxima al promotor de Pol II. Para 
comprobar si esta alteración era causa o consecuencia de la 
desrepresión observada decidimos eliminar la topología de este 
promotor mediante la introducción de DSBs (con Cas9) o de SSBs (con 
el mutante Cas9 D10A). Estos experimentos demostraron que la 
acumulación de dicho superenrollamiento (-) era responsable de 
inducción de FOS observada al inhibir TOP2A.  
 
Adicionalmente, hemos observado que durante la activación fisiológica 
de la transcripción del gen FOS también se produce una acumulación 
de superenrollamiento (-) y que la integridad topológica del promotor 
es necesaria para alcanzar el máximo nivel de inducción. En conjunto, 
estos resultados pueden sugerir que la topología del promotor funcione 
como elemento regulador de la transcripción, pudiendo utilizarse la 
acumulación de superenrollamiento (-) como un mecanismo fisiológico 
para favorecer la transcripción. 
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De hecho, diversos estudios han demostrado que el 
superenrollamiento del DNA afecta la procesividad de Pol II  (Chong 
et al., 2014; Kravatskaya et al., 2013; Ma et al., 2013; Ma y Wang, 
2014b) y la presencia de superenrollamiento (-) en el promotor 
favorece la iniciación de la transcripción (Revyakin et al., 2006; Tabuchi 
y Hirose, 1988). Además, eliminar el componente topológico mediante 
cortes en el DNA o la incubación in vitro con DNA topoisomerasas 
que relajan específicamente superenrollamiento (-) tiene un efecto 
negativo sobre la transcripción (Dunaway y Ostrander, 1993; Sun y 
Fuchs, 1994). Mientras que por el contrario, se ha propuesto que el 
superenrollamiento (+) supone una barrera topológica que induce la 
pausa próxima al promotor, siendo necesaria la actividad de TOP1 para 
permitir el avance del complejo de elongación (Baranello et al., 2016).  
 
De acuerdo con este último modelo, hemos observado que la 
estimulación fisiológica de FOS produce un aumento de la actividad de 
TOP1 en la región transcrita. Sin embargo, este efecto no fue 
observado durante la inducción transcripcional producida por la 
inhibición de TOP2A, lo que puede explicarse por una menor 
formación de superenrollamiento (+) en estas condiciones. Este 
interesante resultado sugiere que la actividad de TOP2A podría ser 
necesaria para mantener un estado topológico adecuado para el 
establecimiento y regulación de la pausa próxima al promotor, lo que 
explicaría la activación transcripcional observada durante su inhibición 
(ver modelo, Figura 28) y la fuerte asociación de esta proteína con 
genes altamente pausados. Adicionalmente, no podemos descartar que 
la actividad TOP2A se encuentre sujeta a una regulación fisiológica, lo 
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que permitiría ajustar el estado topológico del promotor a las 
necesidades transcripcionales específicas. 
 
 
Figura  29. Representación esquemática simplificada del modelo presentado 
para explicar la inducción transcripcional producida por la inhibición de 
TOP2A con merbarona. Arriba: en condiciones de represión, cada ronda de Pol II 
genera superenrollamiento (+) por delante y superenrollamiento (-) a su espalda (Liu 
y Wang, 1987b). El superenrollamiento (+) favorece la pausa de Pol II (Baranello 
et al., 2016). La actividad TOP2A elimina el superenrollamiento (-), mientras que la 
actividad TOP1 es responsable del nivel de transcripción basal al controlar la 
liberación de la pausa de Pol II. En medio: la inhibición de TOP2A mediante la 
adición de merbarona conduce a la acumulación del superenrollamiento (-) como 
consecuencia de la transcripción basal. Abajo: La presencia de superenrollamiento (-
) evita la formación de superenrollamiento (+) neto durante el avance de las sucesivas 
Pol II pudiendo escapar de la región próxima al promotor con mayor facilidad y sin 
necesidad de actividad TOP1. 
 
Por último, nuestros resultados indican que deben existir 
mecanismos independientes a TOP2A para reprimir la expresión de 
los ERGs, puesto que en ausencia de actividad TOP2A pudo 
observarse un apagado normal tras la inducción de estos genes. De 
hecho, incluso la proteína FOS participa en la represión de algunos 
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ERGs (Ofir et al., 1990). Adicionalmente, es posible que la 
acumulación de tensión topológica pueda también favorecer el 
apagado de la transcripción. En este sentido, se ha descrito la 
aparición de estructuras alternativas de DNA dependientes de 
transcripción tanto en promotores como en regiones reguladoras de 
la transcripción (Kouzine et al., 2017), siendo posible la implicación 
en el silenciamiento génico de algunas de ellas, como ocurre en el 
promotor del gen MYC (Kouzine et al., 2008). No obstante, todavía 
se conoce poco sobre la función de estas alteraciones estructurales 
producidas por la acumulación de superenrollamiento en el DNA.  
 
4.4 Modelo de trabajo: Regulación topológica de la 
expresión génica en eucariotas 
 
En procariotas, el superenrollamiento del DNA resulta un elemento 
regulador que condiciona la expresión de ciertos genes, en cuya 
regulación intervienen las topoisomerasas bacterianas (Blot et al., 2006; 
El y Bossi, 2000; Tan et al., 1994). Los resultados de esta tesis permiten 
proponer un modelo donde el balance de actividad de TOP1:TOP2 
permitiría ajustar la expresión genética en organismos superiores 
mediante el control del estado topológico del promotor. Según nuestro 
modelo, la eliminación de superenrollamiento (-) por TOP2A sería 
necesaria para permitir la formación de superenrollamiento (+) durante 
elongación temprana, favoreciendo el establecimiento de la pausa de 
Pol II. La eliminación del superenrollamiento (+) por TOP1 dispararía 
la elongación productiva. De esta forma, la actividad coordinada de 
ambas topoisomerasas permitiría mantener un estricto control sobre la 
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pausa y liberación de cada Pol II, mientras que el desacoplamiento de 
estas actividades podría permitir que varios complejos de elongación 
avanzasen a rebufo aprovechando el superenrollamiento (-) producido 
por el avance de una primera Pol II (Figura 28). 
 
Una conclusión evidente de nuestro modelo es que la transcripción 
ocurriría en forma de olas transcripcionales, cuya frecuencia y amplitud 
estarían determinadas por la actividad de TOP1 y TOP2, 
respectivamente. De acuerdo con esta deducción, en los últimos años 
se ha propuesto que la transcripción es un proceso discontinuo, que se 
produce mediante periodos discretos de elongación productiva, 
denominados olas transcripcionales (Chubb et al., 2006; Fukaya et al., 
2016; Suter et al., 2011). Curiosamente, este comportamiento ha sido 
descrito durante la activación de gen modelo FOS (Chen et al., 2019; 
Senecal et al., 2014). Por tanto, los resultados obtenidos en esta tesis 
podrían no ser únicamente un fenómeno particular de los genes 
altamente pausados sino representar un mecanismo global de 
regulación transcripcional.  
 
Por último, hay que tener en cuenta que el papel de la topología del 
DNA sobre la transcripción de un gen debe verse fuertemente influida 
por elementos como la proximidad, la polaridad y la expresión de otros 
genes, así como el tamaño y la arquitectura del dominio topológico 
particular en el que se ubica. Esto podría explicar la falta de una 
respuesta transcripcional homogénea producida por la alteración 
topológica causada al inhibir TOP2A. Además, no podemos descartar 
que el superenrollamiento del DNA pueda alterar la interacción entre 
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el promotor y los elementos reguladores distales. En este sentido, se ha 
demostrado que la función de NELF y de PAF1 (Chen et al., 2015), 
ambos factores directamente implicados en la pausa próxima al 
promotor de Pol II, están fuertemente influida por la interacción 
promotor-enhancer (Chen et al., 2017; Schaukowitch et al., 2014).  
 
Por tanto, para comprender de forma general el mecanismo de 
regulación transcripcional dependiente de superenrollamiento resulta 
imprescindible una mayor comprensión de la organización del genoma, 
así como de la más que probable interrelación entre arquitectura 
genómica, topología del DNA y topoisomerasas. Todo ello nos 
permitiría obtener una visión más completa de la complejidad 
regulatoria en organismos superiores, permitiéndonos comprender las 









































1. TOP2A es necesaria para el mantenimiento de la represión de un 
conjunto de genes que se caracterizan por ser cortos y altamente 
regulados y no se requiere para la inducción fisiológica de los ERGs. 
 
2. TOP2A se localiza preferentemente en promotores de genes con un 
alto nivel de pausa próxima al promotor de Pol II y su inhibición 
catalítica genera una liberación global de dicha pausa, lo que sugiere 
que la pausa próxima al promotor de Pol II está regulada por la 
actividad de TOP2A. 
 
3. La inducción de cortes de doble cadena con etopósido no induce la 
expresión del gen FOS. De hecho, la formación de cortes de doble 
cadena en el promotor del gen FOS reduce los niveles de transcripción 
de este gen y produce defectos en su inducción. 
 
4. En condiciones de represión, TOP2A se encuentra presente y activa 
en el promotor del gen FOS eliminando superenrollamiento (-).  
 
5. La acumulación de superenrollamiento (-) en el promotor del gen 
FOS en respuesta a la inhibición de TOP2A permite su transcripción 
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6. MATERIALES Y MÉTODOS 
  
6.1. Procedimientos de cultivo celular   
 
6.1.1. Líneas celulares y condiciones de cultivo 
 
Las células hTERT RPE-1 (ATCC) se cultivaron en medio Dubelcco’s 
Modified Eagle’s Medium (DMEM) F-12 (Sigma) suplementado con 
penicilina, estreptomicina y 10% de suero fetal bovino (Sigma) a 37ºC 
en 5% CO2. La presencia de micoplasma fue rutinariamente descartada 
mediante el test comercial MycoAlert™ PLUS Mycoplasma Detection 
Kit (Lonza).  
Las células hTERT RPE-1 con expresión constitutiva de Cas9 (RPE-1 
Cas9) y el mutante Cas9 D10A (RPE-1 Cas9 D10A) se cultivaron en 
DMEM F-12 (Sigma) suplementado con penicilina, estreptomicina y 
10% FBS (Sigma) a 37ºC en 5% CO2 y sometidas rutinariamente a 
selección con 2 µg mL-1 blasticidina. 
Las células A549 y HEK293T se cultivaron en DMEM (Sigma) 
suplementado con penicilina, estreptomicina y 10% de FBS (Sigma) a 
37ºC en 5% CO2. 
Los MEFs primarios fueron obtenidos a 13 d.p.c. y se cultivaron en 
medio DMEM (Sigma) suplementado con penicilina, estreptomicina y 
15% de FBS (Sigma) y aminoácidos no esenciales a 37ºC en 3% CO2. 
Todos los experimentos se realizaron entre P1 y P5. 
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Todos los experimentos se realizaron en células arrestadas en G0/G1 
por privación de suero. De forma general, tras 16 horas en cultivo, el 
medio de cultivo DMEM (10% suero) o DMEM F-12 (10% suero) se 
sustituyó por el medio correspondiente con 0.1% suero, lavando las 
células previamente con PBS. En estas condiciones, las células se 
incubaron durante 48 horas a 37ºC en 5% CO2 antes de los 
experimentos.   
 
6.1.2. Generación de líneas celulares mutantes CRISPR   
 
Las células hTERT RPE-1 con expresión constitutiva de Cas9 (RPE-1 
Cas9) fueron una amable concesión del laboratorio de Daniel 
Durocher. 
Para generar la línea celular deficiente en TOP2b (TOP2B-/-) se 
utilizaron células RPE-1 Cas9. 2x105 células se transfectaron con un 
gRNA contra el 3er exón del gen TOP2B (CTTCGTCCTGATAC 
ATATAT) o con un gRNA negativo como control (IDT, 1072544) 
utilizando RNAiMAX (Invitrogen) siguiendo las especificaciones del 
producto. Una fracción de esta células se destinó para extraer DNA 
genómico y el resto se mantuvo en cultivo. La eficiencia del gRNA se 
comprobó mediante secuenciación Sanger de productos de PCR 
generados a partir del DNA genómico de estas células utilizando 
oligonucleótidos específicos que amplificaban la región de interés 
(Tabla de oligonucleótidos). El análisis de inserciones y/o deleciones 
se realizó mediante el programa TIDE (Brinkman et al., 2014). Esta 
comprobación demostró una tasa de mutación próxima al 100% en las 
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células transfectadas con el gRNA contra TOP2B en comparación con 
las células control. Los niveles de TOP2B fueron comprados mediante 
western blot. 
Del mismo modo, para generar la línea celular deficiente en TOP2A 
(TOP2A-/-) se utilizó un gRNA contra el 3er exón del gen TOP2A 
(CTCCGCCCAGACACCTACAT) y se comprobó utilizando 
oligonucleótidos  específicos (ver tabla oligonucleótidos utilizados en 
este trabajo). Fue imposible generar líneas estables TOP2A-/- por lo que 
se optó por generar estas células de forma transitoria antes de los 
experimentos. Para ello, las células se arrestaban mediante privación de 
suero 48 horas antes del protocolo de transfección, manteniendo estas 
células en cultivo otras 48 h antes de la realización de los experimentos, 
en estas condiciones se analizó los niveles de TOP2A por western blot. 
Para comprometer la topología del promotor del gen FOS se utilizaron 
gRNAs específicos contra su promotor. Se utilizaron dos gRNA 
distintos: el primero de ellos (gRNA 1) produce el corte a -677pb 
respecto al TSS de FOS (ACTAGCACTGTTCCTGCGTT). El 
segundo (gRNA 2) produce el corte en el nucleótido -609 también 
respecto al TSS (CCCTAATTCAGTGCAAAGCG). De forma 
general, las células RPE-1 Cas9 o RPE-1 Cas9 D10A se arrestaban 
mediante privación de suero 48 h antes de la transfección. 2 horas 
después, se obtenía el punto 0 de la cinética y se añadía el tratamiento 
indicado al resto de placas que se recogían a los tiempos indicados.  
La generación línea celular deficiente en TDP2 (TDP2-/-), DNA-PKcs 
(DNAPK-/-) y ATM (ATM-/-) fue realizada por Irene Delgado y 
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Almudena Serrano durante el desarrollo de proyectos independientes 
al descrito en este trabajo. Para ello, se siguió la misma estrategia 
descrita anteriormente utilizando gRNA específicos contra el gen 
TDP2 (CTTGCTGAGTATCTTCAGAT), DNA-PKcs (TACAAGC 
AAACCGAAATCTC), y ATM (TTGTTTCAGGATCTCGAATC). 
Para comprobar la eficiencia se amplificaron los correspondientes loci 
utilizando oligos específicos (ver Tabla oligonucleótidos).  
 
6.1.3. Producción de lentivirus e infección   
 
Las células HEK293T recién descongeladas fueron sembradas a una 
confluencia de 50% en placas de 150 mm, 24 horas después se 
transfectaron mediante cloruro cálcico con una mezcla en relación 
3:2:1 del plásmido de Cas9 D10A (Addgene #63593) y construcciones 
que codifican para las proteínas de la cápsida (p8.91) y envuelta del 
virus (pVSVG). Al día siguiente, se refrescó el medio y tras 48 h se 
procedió a concentrar los virus mediante centrifugación a 22.000 rpm 
durante 1 hora a 4ºC (Coulter Optima L-100K Ultracentrifuge). Una 
vez obtenidos los lentivirus, estos fueron titulados en células RPE-1 
mediante análisis de la multiplicidad de infección  (MOI) por qPCR del 
gen Alb y la secuencia HIV-RLT del virus (ver Tabla oligonucleótidos). 
6.1.4. Generación de líneas RPE Cas9 D10A 
 
Para generar la línea hTERT RPE-1 con expresión constitutiva del 
mutante de Cas9 D10A. Se sembraron 2x105 células y fueron infectadas 
con lentivirus (MOI=2) que incluían la versión mutante de Cas9 (Cas9 
D10A) (Addgene #63593) (Sanjana et al., 2014). 24 horas después las 
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células fueron seleccionadas con 2 µg mL-1 de blasticidina, tras dos 
semanas en cultivo se comprobó se procedió a las comprobaciones de 
las células Cas9 D10A.   
 
6.2. Procedimientos de Biología Molecular y Celular 
6.2.1. Preparación de los gRNAs 
 
Para generar los gRNA utilizados en este estudio, los RNA con 
homología contra la secuencia específica de interés (crRNAs) (IDT) se 
alinearon con un RNA estructural (TracrRNA) (IDT, 1072532) para 
formar el gRNA funcional 
 
6.2.2. Análisis de mRNA por qPCR (RT-qPCR) 
 
Para los análisis de mRNA, las células fueron arrestadas de manera 
general  por privación de suero 48 horas antes de los tratamientos 
indicados (a excepción de las células TOP2A-/-, como se describe 
arriba). El RNA total fue extraido mediante RNeasy Mini kit (Qiagen) 
siguiendo el protocolo del fabricante. El posible DNA contaminante 
fue eliminado mediante RQ1 DNAse (Promega) siguiendo las 
indicaciones del fabricante. 1 µg de RNA total se utilizó para la síntesis 
de DNA codificante (cDNA) utilizando Maxima H minus First strand 
cDNA Synthesis Kit (ThermoFisher) siguiendo el protocolo del 
fabricante. Posteriormente los niveles de cDNA resultante fue 
analizado mediante qPCR utilizando cebadores específicos contra los 
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28S o el mRNA de GAPDH (Tabla de oligonucleótidos) se utilizó 
como control de los niveles totales de RNA.  
 
6.2.3. Secuenciación de mRNA total (RNA-seq) 
 
La secuenciación del mRNA total fue realizada por el servicio de 
Genómica de CABIMER. Brevemente, 150 ng de RNA total (obtenido 
como se describe arriba) se utilizaron para generar las librerías de 
cDNA utilizando el kit TruSeq Straded mRNA (Illumina) siguiendo el 
protocolo del fabricante. El tamaño de las librerías fue analizado 
mediante Bioanalyzer DNA High sensitive Chip y Qubit, y 
cuantificado mediante qPCR. 1.4 pM de cada librería fue utilizada en la 
secuenciación con NextSeq 500 HIGH-Output.   
 
6.2.4. Inmunoprecipitación de cromatina (ChIP) 
 
Para la obtención de la cromatina, las células RPE-1 arrestadas en 
G0/G1 por privación de suero durante 48 horas se incubaron con los 
tratamientos indiciados. Posteriormente, se fijaron con 1% de 
formaldehido (Sigma) durante 10 minutos a 37ºC  y la reacción se 
bloqueó con la adición de 125 mM glicina (Sigma). Una vez fijadas, las 
células se recogieron en PBS frio con inhibidores de proteasa (1 mM 
PMSF y 1x Complete Protease inhibitor cocktail (Roche)) tras varios 
lavados con PBS frio. Hecho esto, las células se centrifugaron 4000 
rpm durante 5 minutos a 4ºC. A continuación, las células se 
resuspendieron en Lisis Buffer A (5 mM Pipes pH 8.0, 85 mM KCl, 
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0.5% NP40, 1 mM PMSF, 1x Complete Protease inhibitor cocktail 
(Roche)) mediante disgregación mecánica e incubadas durante 10 
minutos en hielo. Nuevamente, las células se centrifugaron y se 
resuspendieron en 1 mL de Lisis Buffer B (50 mM Tris HCl pH 8.1, 
1% SDS, 10 mM EDTA, 1 mM PMSF, 1x Complete Protease inhibitor 
cocktail (Roche)). En estas condiciones, las células se sonicaron con un 
Bioruptor UCD-200 (Diagenode), durante 30 ciclos de 30 segundos 
(nivel alto) y 30 segundos de pausa a 4ºC. Hecho esto, se procedió a 
centrifugar  a  durante 10 minutos y 4ºC a 4000 rpm y máxima 
velocidad respectivamente. 50µL de cromatina se utilizó para su 
cuantificación y su análisis, para esto se procedió a revertir la fijación 
mediante la adición de 350 µL de Lisis Buffer B sin inhibidores de 
proteasa y 0,25 mg/mL Proteinasa K (Applichem) durante 16 h a 65ºC. 
El DNA se purificó mediante extracción con fenol:cloroformo y 
precipitación con etanol 100%, se cuantificó mediante nanodrop 1000 
(ThermoFisher) y se observó su correcto grado de fragmentación 
mediante gel de agarosa. 
Para la inmunopreciptación, 50µg de cromatina se incubó con 3µg de 
anticuerpo contra Pol II (Cell Signaling, 14958), TOP2A (Abcam, 
ab52934) o IgG control en 1 mL de IP buffer (16.7 mM Tris HCl pH 
8.1, 0.01% SDS, 1.1% Triton x-100, 1,2 mM EDTA, 167 mM NaCl, 
1mM PMSF, 1x Complete Protease inhibitor cocktail (Roche)) durante 
16 h a 4ºC en continua agitación y posteriormente con 40µL de bolas 
magnéticas conjugadas con Proteina A (Dynabeads Protein A 
(ThermoFisher)) previamente estabilizadas y bloqueadas (1mg/mL 
BSA (NEB)). Las Dynabeads se lavaron secuencialmente durante 15 
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minutos a 4ºC en continua agitación con solución de lavado 1 (20 mM 
Tris HCl pH 8.1, 0.1% SDS, 1% Triton x-100, 2 mM EDTA, 150 mM 
NaCl, 1mM PMSF, 1x Complete Protease inhibitor cocktail (Roche)), 
solución de lavado 2  (20 mM Tris HCl pH 8.1, 0.1% SDS, 1% Triton 
x-100, 2 mM EDTA, 500 mM NaCl, 1 mM PMSF, 1x Complete 
Protease inhibitor cocktail (Roche)), solución de lavado 3(10 mM Tris 
HCl pH 8.1, 1% NP-40, 1% NaDoc, 1 mM EDTA, 250 mM LiCl,  
1mM PMSF, 1x Complete Protease inhibitor cocktail (Roche)) y  dos 
veces con Tris-HCl ph 8 10mM. Posteriormente, se procedió al 
protocolo de ChIPmentación (Schmidl et al., 2015) con pequeñas 
modificaciones utilizando transposasa Tn5 proporcionada por el 
Servicio de Proteómica del CABD (Centro Andaluz de Biología del 
Desarrollo). El DNA se eluyó mediante incubación con 1% SDS TE 
durante 10 minutos a 65ºC, la fijación de la cromatina se revirtió con 
0.6 mg/mL Proteinase K (ThermoFisher) durante 16h a 65ºC y se 
purificó mediante PCR purification kit (Qiagen) siguiendo el protocolo 
del fabricante. Las librerías fueron amplificadas mediante N-1 ciclos 
(siendo N el número de ciclos en el que se comprobó que la reacción 
de amplificación por qPCR comenzaba su fase exponencial) usando 
NEBNext High-Fidelity Polymerase (NEB) y purifcadas con bolas 
Sera-Mag Select (GE Healthcare. Estas librerías fueron analizadas por 
Bioanalyzer 2100 dsDNA HS kit y Qubit  y cuantificadas mediante 
qPCR. 1.4pM de cada librería se utilizó en la secuenciación con 
NextSeq 500 HIGH-Output y 1x75bp de longitud.  
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6.2.5. Inmunofluorescencia de gH2AX y de H3S10P 
 
Las células hTERT RPE-1 o hTERT RPE-1 Cas9 se sembraron sobre 
cubreobjetos. Tras 16 horas, las células se arrestaron en G0/G1 por 
privación de suero durante 48 horas y se incubaron con los 
tratamientos indicados a 37ºC. A continuación, las células se fijaron 
con 4% paraformaldehido (PFA) durante 10 minutos y se procedió con 
el protocolo de inmunofluorescencia como se describe en (Álvarez-
Quilón et al., 2014). De forma breve, las células se permeabilizaron 
durante 2 minutos con PBS-0.2% (v/v) tritón X-100 y bloqueadas 
durante 30 minutos con PBS-5% (m/v) BSA (VWR) y se procedió con 
la incubación del anticuerpo primario durante 1h en PBS-1% (m/v) 
BSA. A continuación, las muestras se lavaron 3 veces con PBS-0,1% 
(v/v) Tween-20) y se incubaron con el correspondiente anticuerpo 
secundario (A488 contra ratón en el caso de γH2AX (Jackson) 
(1:1000); A488 contra conejo en el caso de H3S10P 
(Invitrogen)(1:1000)) durante 30 minutos en PBS-1% (m/v) BSA. Las 
células se lavaron 3 veces con PBS-0,1% (v/v) Tween-20 . El DNA se 
marcó con DAPI (Sigma) (1:10000) durante 5 minutos y se montaron 
en portaobjetos utilizando vectashield (Vector Labs). Los focos de 
γH2AX fueron cuantificados manualmente mediante conteo doble 
ciego de 40 células por cada condición y experimento. Los niveles de 
H3S10P se analizaron mediante análisis de imagen con Metamorph. 
Anticuerpos primarios y concentración: γH2AX (Millipore), 05-636) 
(1:5000), H3S10P (Millipore, 06-570) (1:1000).   
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6.2.6. Western blot  
 
Las células hTERT RPE-1 se arrestaron por privación de suero durante 
48 horas antes de proceder a la extracción de proteínas. Esta se realizó 
mediante la lisis con RIPA buffer (20 mM Tris-HCl (pH 7.5), 150 mM 
NaCl, 1% NP-40 y 1% sodium deoxycholate) con inhibidores de 
proteasas (PIC, Sigma) y fosfatasas (PhIC, Sigma) durante 30 minutos 
en hielo. Posteriormente, las muestras fueron sonicadas con un 
Bioruptor UCD-200 (Diagenode), durante 3 ciclos de 30 segundos 
(nivel alto) y 30 segundos de pausa a 4ºC. La concentración de 
proteínas total fue determinada por ensayo colorimétrico con Bradford 
(Applichem). Tras normalizar, las muestras se hirvieron a 96ºC durante 
5 minutos en Laemmli Buffer. Cantidad equivalente (» 20 µg de 
proteína total) de muestra se cargaron en genes 10% de poliacrilamida 
para analizar los niveles de p-p38; o 4-20% Mini-PROTEAN tris-
Glycine Precast Protein Gels (Biorad) para analizar TOP2A y TOP2B. 
Posteriormente, las muestras fueron transferidas a membranas de baja 
fluorescencia (Immobilon-FL Transfer Membranes (Millipore)) 
durante 2h a 250 mA. Las membranas fueron bloqueadas con Odyssey 
Blocking buffer (LI-COR Biosciences) durante 30 minutos a 
temperatura ambiente y posteriormente incubadas con el anticuerpo 
primario correspondiente en Odyssey Blocking buffer 0.1% (v/v) 
Tween-20 durante 2 horas a temperatura ambiente. Posteriormente, las 
membranas se  lavaron 3 veces con TBS-0.1% (v/v) Tween-20. Tras 
esto, las membranas se incubaron con los anticuerpos secundarios  
correspondientes (680 RD contra-ratón (LI-COR Biosciences) 
(1:10000) y 800CW contra conejo (LI-COR Biosciences) (1:10000)) en 
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Odyssey Blocking Buffer-0.1% (v/v) Tween-20 durante 1 hora a 
temperatura ambiente y se lavaron ( 3 veces con TBS-0.1% (v/v) 
Tween-20 y lavado final con TBS). Las membranas se analizaron con 
Odyssey CLx utilizando el programa ImageStudio Odyssey CLx. 
Anticuerpos primarios y concentración: TOP2B (Proteintech, 20549-
1-AP) (1:1000), TOP2A (Santa Cruz, SC-365916) (1:1000), p-p38 (Cell 
signaling, 9211) (1:1000) y alfa-tubulin (Sigma, T9026) (1:5000).  
 
6.2.7. Ensayo ICE  
 
Las células hTERT RPE-1 arrestadas por privación de suero durante 
48 horas se incubaron con los tratamientos y tiempos indicados 
previamente a la adición de 400µM Etopósido (Sigma), vehiculo 
(DMSO) o 10µM Camptotecina (Sigma) durante 5 minutos y fueron 
inmediatamente lisados en 1% (w/v) Sarkozyl (Sigma) con 1mM PMSF 
y 1 x Complete Protease inhibitor cocktail (Roche). A continuación, las 
muestras se procesaron como previamente descrito en (Nitiss et al., 
2012). Brevemente, los lisados fueron homogeneizados y 
posteriormente sometidos a una centrifugación en un gradiente de 
CsCL (Applichem) a 57.000 rpm durante 20 h a 25ºC usando 3.3 mL 
13x 33mm polyallomer Optiseal tubes (Beckman Coulter) en un rotor 
TLN100 (Beckman Coulter). Posteriormente, el DNA precipitado fue 
lavado con Etanol 70% y resuspendido en H20 mQ. 
6.2.8. Inmunodetección de muestras obtenidas por ICE  
 
Para la detección de los complejos de rotura tanto de TOP2A, TOP2B 
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y TOP1, las muestras obtenidas por el ensayo ICE se cuantificaron con 
nanodrop 1000 (ThermoFisher). Cantidades equivalentes (entre 0,5-
2µg) de muestra se incubaron con benzonasa (NEB) durante 30 
minutos en hielo. Hecho esto, las muestras fueron transferidas 
directamente sobre una membrana de nitocelulosa (Odyssey 
Nitrocellulose Membranes (LI-COR Biosciences)) utilizando Bio-Dot 
SF Microfiltration Apparatus (Biorad). La inmunodetección se realizó 
siguiendo el mismo protocolo descrito en el apartado de Western Blot. 
Anticuerpos primarios y concentración: TOP2B (Proteintech, 20549-
1-AP) (1:1000), TOP2A (Santa Cruz, SC-365916), TOP1 (abcam, 
ab3825). 
 
6.2.9. Inmunoprecipitación de complejos de roturas de TOP1 
(TOP1cc-IP) 
  
20 µg de DNA obtenido mediante ensayo ICE en los tratamientos 
indicados se digirió con 0,8U/µL PstI (NEB) durante 16h a 37ºC que 
se inactivó posteriormente (20 minutos 80ºC). La inmunoprecipitación 
se realizó siguiendo el mismo protocolo utilizado para ChIP utilizando 
un anticuerpo primario contra TOP1 (abcam, ab109374) y omitiendo 
el paso de tagmentación final. 
6.2.10. Análisis de la incorporación de trimetil-psoraleno 
biotilinado (bTMP) 
 
La incorporación de trimetilpsoraleno-biotinilado (bTMP) se utilizó 
como medida indirecta del grado de superenrollamiento en el DNA 
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como se describe previamente (Naughton et al, 2013). Brevemente, Las 
células hTERT RPE-1 arrestadas en G0/G1 por privación de suero 
durante 48 horas se incubaron con los tratamientos indicados durante 
10 minutos. Posteriormente, se añadió 200µM EZ-Link Psoralen-
PEG3-Biotin (ThermoFisher) y 0,01% digitonina (Sigma) durante 5 
minutos a 37ºC en oscuridad. Las células fueron expuestas a UVA (360 
nm) durante 20 min en hielo para unir covalentemente (“crosslink” ) el 
bTMP al DNA. A continuación, el DNA se purificó mediante 
digestión con SDS/proteinasa K y posterior extracción con 
fenol:cloroformo. Las muestras se trataron con RNAsa 
(ThermoFisher) durante 1h a 37ºC  y se fragmentaron mediante 
sonicación usando Bioruptor UCD-200 (Diagenode), 10 ciclos 30 
segundos de sonicación (nivel alto) y 30 segundos de pausa a 4ºC.  
Finalmente, el DNA se purificó mediante fenol:cloroformo y 
precipitación con etanol 100%. 
Para la precipitación del DNA, 20 µg de DNA se incubó con bolas 
magnéticas conjugadas con streptavidina (Dynabeads MyOne 
streptavidin T1 (ThermoFisher)) previamente bloqueadas (1mg/mL 
BSA (NEB)) durante 16h a 4ºC. A continuación, las Dynabeads se 
lavaron siguiendo el mismo protocolo descrito para ChIP. Para eluir el 
DNA y revertir la unión bTMP-DNA, las Dynabeads se incubaron en 
10mM EDTA, 95% Formamida durante 10 minutos a 65ºC y el DNA 
se purificó mediante PCR purification kit (Qiagen) siguiendo el 
protocolo del fabricante. 
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6.3. Análisis de datos de secuenciación masiva 
 
El análisis de los datos de secuenciación masiva fue realizado por el 
Dr. Pedro M. Martínez. 
 
6.3.1. Análisis de secuenciación masiva   
 
Las lecturas fueron demultiplexadas, filtradas por calidad con FastQC 
(Andrews, 2010)y mapeadas en el genoma humano (hg19) usando 
Bowtie 1.2 (Langmead et al., 2009) con la opción “-m 1”, para descartar 
las lecturas que mapeen en más de un sitio. Las repeticiones 
independientes de ChIP-seq fueron combinadas en una muestra final 
donde cada repetición contribuye con el mismo número de lecturas. 
 
6.3.2. Determinación de los sitios de unión (picos)  
 
Para la computación de los sitios de unión del ChIP-seq (Picos), se 
utilizó la herramienta MACS2 (Zhang et al., 2008) con la opción “-q 
0.01”. 
 
6.3.3. Genes diferencialmente expresados 
 
Se utilizo el paquete R DESeq2 (Love et al., 2014) para identificar los 
genes diferencialmente expresados a partir de los datos obtenidos de 
RNA-seq siguiendo las especificaciones de los autores. Sólo aquellos 
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genes con un p valor ajustado <= 0.05 y un fold change absoluto >=2 
fueron considerados diferencialmente expresados.  
 
6.3.4 Análisis de datos de secuenciación públicos disponibles 
 
Los datos de secuenciación públicos disponibles utilizados en este 
estudio incluyen datos de ChIP-seq de diferentes proteínas: CTCF 
(ENCSR000DVI), H3K4me3 (ENCSR000DVK), H3K27ac 
(GSM2865066) y H3K27me3 (DRR003586). Los archivos BAM de 
CTCF y H3K4me3 (hg19) se descargaron de ENCODE. Los datos 
crudos de H3K27ac and H3K27me3 fueron filtrados por calidad y 
mapeados en el genoma humano (hg19) usando Bowtie 1.2 con la 
opción “-m 1”. 
 
6.3.5. Estimación de la pausa próxima al promotor de Pol II 
 
Para estimar el nivel de pausa se utilizó el llamado “índice de pausa” 
(PI) y “ratio de liberación de Pol II” (PRR). El PI se define como la 
relación entre el enriquecimiento de Pol II dentro del promotor y en el 
cuerpo del gen, mientras que el PRR es una parámetro inverso al PI, 
donde se restringe el análisis en el cuerpo del gen a las primeras 2kb 
aguas abajo del TSS. Nos basamos estudios previos (Chen et al., 2015; 
Day et al., 2016) para la estimación de ambos parámetros.  
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6.3.6. Filtrado de genes en base a señales de ChIP-seq 
 
Se seleccionaron los genes anotados en UCSC que presentasen un pico 
de Pol II en la región entre 0-500bp aguas abajo al TSS. 
Adicionalmente, aquellos genes que no presentaban un picos de Pol II 
fueron seleccionados si en la región entre 0-500bp aguas abajo al TSS 
presentaban: 1) Un valor de lecturas por millón (RPM) de Pol II mayor 
de 0.5, o 2) Un valor mayor de 0.5 en la diferencia del H3K4me3 RPM, 
cómo marca de promotor activo. Finalmente, se descartaron los genes 
de un tamaño menor de 2kb y aquellos genes que se encontraban a 
menos de 1kb entre sí. Finalmente, el número total de genes 
seleccionados fue 10,471 (» 45% de los genes humanos). 
 
6.3.7. Índice de pausa 
 
El nivel de Pol II dentro de promotores fue computado como la suma 
de las lecturas de ChIP-seq 400 pb alrededor del TSS de cada gen. El 
nivel de Pol II dentro del gen fue computado como. La media del 
número de lecturas en ventanas de 400 pb a lo largo del gen, 
comenzando 200 pb aguas abajo del TSS. Finalmente, el índice de 
pausa (PI) fue estimado como el ratio entre ambas medidas. 
 
6.3.7. Ratio de liberación de Pol II  
 
El nivel de Pol II dentro de promotores fue computado como la suma 
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de las lecturas desde 100 pb aguas arriba del TSS hasta 300 pb aguas 
abajo del TSS. El nivel de Pol II en el cuerpo del gen fue computado 
como la suma de lecturas desde 300 pb aguas abajo del TSS hasta 2 kb 
aguas abajo del TSS. Una vez normalizado cada valor por su 
correspondiente ventana de tamaño, el ratio de liberación de Pol II  
(PRR) fue estimado como el nivel de Pol II en el inicio del cuerpo del 
gen dividido por los niveles de Pol II en el promotor.  
6.3.8. Identificación de elementos reguladores  
  
Los elementos reguladores, denominados promotores, “enhancers” e 
“insulators” fueron definidos como se describe a continuación. Para 
definir los promotores, fueron considerados todos los genes anotados 
en UCSC. Posteriormente, los promotores fueron definidos como ± 3 
kb desde cada TSS. Los “enhancers” fueron definidos como picos de 
H3K27ac que no coincidiesen con promotores y los “insulators” 
fueron definidos como picos de CTCF que no coincidiesen con las 
otras dos categorías.    
 
6.3.9. Perfiles de la señal de ChIP-seq en promotores 
 
Las lecturas del ChIP-seq alrededor de los TSSs fueron computados y 
suavizados usando los paquetes de R bamsignals (Mammana y 
Helmuth, 2019) y nucleR (Flores y Orozco, 2011), respectivamente. 
Para general el perfil de la señal de ChIP-seq de TOP2A en los 
promotores de genes aleatorios (Figura 19C), se escogieron 50 
conjuntos aleatorios del mismo tamaño muestral (231 genes) que los 
genes inducidos a 2 horas con merbarona y se determinaron las lecturas 
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del ChIP-seq de TOP2A alrededor de los TSSs. Finalmente, en la 
gráfica se muestra la mediana de las lecturas alrededor de los TSSs.  
 
6.3.10. Análisis de ontología génica 
 
Los enriquecimientos de los términos de ontología génica (GO) 
asociados a los genes diferencialmente expresado tras 2 horas de 
tratamiento con merbarona se computaron usando el test exacto de 
Fisher y el algoritmo estándar (weight01). Para calcular la significancia 
de estos enriquecimientos se utilizó el paquete de R TopGO (Alexa y 
Rahnenfuhrer, 2019). Para determinar el universo de genes, se partió 
de todos los genes expresados (genes en cuyos exones mapeasen más 
de 10 lecturas de RNA-seq). Posteriormente, los genes expresados 
fueron asociados a al menos 1 término GO y se obtuvieron las 
categorías GO de los genes diferencialmente expresados.  
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